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ETUDE DE LA TRANSDUCTION DU SIGNAL DANS LES KERATINOCYTES EN 
SENESCENCE REPLICATIVE (SR) ET EN SENESCENCE INDUITE 





La sénescence est induite comme réponse cellulaire suite à des stress endogènes ou exogènes. 
Depuis sa découverte, en 1961 par Hayflick et Moorhead, elle est amplement caractérisée, chez des 
fibroblastes, à travers la présence de biomarqueurs de la sénescence spécifiques. Parmi ces 
biomarqueurs étudiés sont le changement de morphologie cellulaire, l’augmentation du 
pourcentage des cellules positives à l’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence 
(SA-βgal), les changements d’expression de gènes associés à la sénescence et l’arrêt du cycle 
cellulaire. Peu de choses sont connues sur l’expression de ces biomarqueurs lors de la sénescence 
des kératinocytes normaux humains, qui sont les premières cellules de la peau à être exposées à des 
stress environnementaux. 
La première partie de ce travail consiste en l'étude de ces biomarqueurs dans des kératinocytes en 
sénescence réplicative (SR) et en sénescence induite prématurément par des expositions répétées à 
des doses subcytotoxiques d'UVB (SIPS-UVB).  
La seconde partie se consacrée à l'étude des voies de signalisation impliquées dans l’apparition de 
la sénescence induite prématurément par des stress UVB. Nous avons analysé l'apparition de 
dommages à l'ADN et l'activation de la voie de réparation des dommages à l'ADN (DDR) de 
manière persistante. De plus, la production de radicaux libres dérivés de l’oxygène (ROS) et 
l'activation de Nrf2 est investiguées. 
Les résultats obtenus montrent que les deux modèles de la sénescence (SR et SIPS-UVB) induisent 
les mêmes biomarqueurs de sénescence, bien qu’à des degrés divers, mènant à un changement de 
morphologie cellulaire, une augmentation du pourcentage des cellules positives à la SA-βgal, des 
changements d’expression de gènes associés à la sénescence et à l’arrêt du cycle cellulaire. De 
plus, les kératinocytes en SIPS-UVB présentent des dommages à l’ADN persistants à 72h après le 
dernier stress. Ceci mène à l’activation de la voie de réparation des dommages à l’ADN DDR. Une 
augmentation de la production des ROS en SIPS-UVB a pu également être observée, ce qui semble 
induire la translocation nucléaire l’activation du facteur de transcription Nrf2. 
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Figure I.1 : Evolution de l’espérance de vie à la naissance en Belgique de 1880 à 2014. En 1985 l’espérance 
de vie à la naissance en Belgique était de 43,4 ans pour les hommes et de 45,7 ans pour les femmes. Elle a 
augmenté ensuite pour atteindre en 1970 et finalement en 2014 respectivement l’âge de 67,3 et de 77,9 ans pour 
les hommes et l’âge de 73,7 et de 82,9 ans pour les femmes. 







Figure I.2 : Pyramides des âges pour l’ensemble des 27 pays faisant partie de l’Union Européenne en 2010 
et les prévisions pour l’année 2060. Par rapport à la population générale, le pourcentage des personnes âgées de 
plus de 80 ans représentait seulement 3% pour les hommes et 6% pour les femmes en 2010. Cette tranche d’âge 
passerait respectivement à 10% et 14% en 2060 (Source : European Parliamentary Research, 





I. Le vieillissement de la population 
 
Depuis un siècle, l’espérance de vie dans les pays développés augmente, entrainant un 
vieillissement de la population. Cela se déduit en observant les courbes d’espérance de vie à 
la naissance (Figure I.1) (SPE économie - direction générale statistiques). En effet, alors 
qu’en 1970 l’espérance de vie à la naissance en Belgique était de 67,3 ans pour les hommes et 
de 73,7 ans pour les femmes, elle a augmenté ensuite pour atteindre en 2014 respectivement 
l’âge de 77,9 et 82,9 ans. Dans les années à venir, elle ne cessera pas d’augmenter et devrait - 
d’après les prévisions du Bureau fédéral du Plan - atteindre en 2060 l’âge de 86,3 ans pour les 
hommes et 88,4 ans pour les femmes (plan.be; economie.fgov.be). Cette évolution est 
observée dans la plupart des pays de l’Union Européenne et a comme conséquence une 
modification de la pyramide des âges, qui passe d’une forme triangulaire à une forme en 
« tonneau » (Figure I.2). Ceci implique que le pourcentage des personnes âgées de plus de 80 
ans augmente fortement par rapport à la population générale. Alors que cette tranche d’âge, 
par rapport à la population générale, représentait seulement 3% pour les hommes et 6% pour 
les femmes en 2010, elle passera respectivement à 10% et 14% en 2060 (Figure I.2). Ces 
changements démographiques ne sont pas uniquement le résultat de l’augmentation de 
l’espérance de vie, mais sont aussi la réponse à une baisse de fécondité. Ce vieillissement de 
la population entraine des conséquences en termes d’économie, de politique des retraites mais 
surtout en termes de soins et de santé et de prise en charge des personnes âgées (sources : 
plan.be; economie.fgov.be). 
 
En effet, les personnes deviennent plus fragiles avec l’âge. La fragilité est définie comme 
étant la diminution des réserves physiologiques, nécessaires à répondre à des situations 
différentes, ou encore la dysrégulation de plusieurs systèmes (Fried et al., 2001). Ceci expose 
l’individu à un risque accru d’une santé défavorable ou à un déclin fonctionnel. En effet, en 
vieillissant, des altérations apparaissent dans les organes et tissus des personnes âgées. Ceci 
mène à l’apparition de maladies liées à l’âge telles que la maladie d’Alzheimer, la maladie de 
Parkinson, l’hypertension ou encore des maladies cardiovasculaires (Adams, 2009). De plus, 
il est souvent observé que les personnes âgées perdent la capacité de vivre seule et de manière 
autonome sans handicap (Lipsitz, 2002).  
Il est donc important de faire des progrès en gériatrie, partie de la médecine qui étudie la santé 
et les pathologies liées à l’âge, ainsi qu’en gérontologie, partie de la science qui étudie les 
mécanismes du vieillissement. Pour ce faire, de nombreuses études sont menées sur des 
groupes de personnes âgées, comme le protocole SENIEUR ou l’étude MARK-AGE (Burkle 
et al., 2015, Ligthart et al., 1984). Mais celles-ci ne permettent pas de comprendre tous les 
mécanismes du vieillissement. C’est pour cela que de nombreuses études sur des organismes 
modèles plus simples tels que Caenorhabditis elegans, Drosophila melanogaster, Mus 
musculus ou encore Macaca matala sont réalisées (Fontana et al., 2010). En plus des 
organismes modèles, des recherches ex vivo, sur des biopsies de peau par exemple, ou encore 
en cultures cellulaires in vitro sont également nécessaires afin de mieux comprendre le 
vieillissement et les mécanismes de la sénescence. Tous ces progrès ayant comme but final 
d’ajouter non pas des années à la vie mais de la vie aux années (Organisation mondiale de la 
santé).  
  
   
Figure I.3 : Représentation schématique des différentes couches de la peau. La peau est composée de trois 
couches : l’hypoderme, le derme et l’épiderme. Le derme est divisé en deux couches : les couches papillaire et 
réticulaire. L’épiderme est composé de quatre couches : les couches basale, épineuse, granuleuse et cornée. De 
plus, plusieurs annexes cutanées sont observées dans le derme comme les follicules pileux ou poils, des 
terminaisons nerveuses (corpuscules de Meissner, de Vater Pacini), des glandes sudoripares et sébacées ainsi que 




   
Figure I.4 : Photographie d’une section de peau en microscopie photonique en coloration de Hémalun-
Erythrosine-Safran. Cette photographie montre le derme et l’épiderme. Au sein de l’épiderme, on observe en 1 
la couche basale, en 2 la couche épineuse en 3, la couche granuleuse et en 4, la couche cornée. (Source : Rose 
Thibaut, Grégoire Vincke, Eric Depiereux, Martine Raes,Atlas d'Histologie humaine et animale, épithéliums 





II. La structure de la peau et son vieillissement 
 
La peau est un excellent modèle d’étude du vieillissement, car cet organe de structure 
complexe joue le rôle de barrière physique en protégeant le corps des stress externes. Le 
vieillissement de la peau est induit par deux composantes différentes : le vieillissement 
intrinsèque ainsi que le vieillissement extrinsèque, lié à ces stress externes. 
 
1. La structure de la peau 
 
La peau est un organe complexe qui recouvre l’entièreté du corps humain. C’est d’ailleurs 
pour cette raison qu’on l’appelle également tégument (du latin tégument : couverture). Avec 
une surface d’environ 2 m
2
 (pour un homme adulte) et un poids représentant 15% du poids 
corporel, elle est le tissu le plus vaste de l’organisme (Freinkel, 2001). La peau a une 
épaisseur variable en fonction de sa localisation, allant de 0,1 à 0,3 mm aux paupières et aux 
contours des yeux jusqu’à de 1,2 à 4 mm pour la paume des mains et la plante des pieds 
(Kanitakis, 2002). La peau assume des fonctions vitales, dont la principale est la barrière 
physique. En effet, la peau est en contact direct avec le monde extérieur et nous protège ainsi 
de ses agressions chimiques (substances toxiques), physiques (rayons UV) et biologiques 
(micro-organismes) (Gunathilake, 2015). Elle régule également la température corporelle par 
l’intermédiaire des glandes sudoripares, des capillaires sanguins du derme et des poils de la 
peau. De plus, la peau est un organe possédant une fonction immunitaire, une fonction 
sensorielle, ainsi qu’un rôle de stockage de graisses et de production de la vitamine D 
(Freinkel, 2001). 
 
La peau est constituée de trois couches différentes qui sont, de l’intérieur vers l’extérieur, 
l’hypoderme, le derme et l’épiderme (Figure I.3 et Figure I.4). Ces deux derniers sont séparés 
par une membrane basale ou jonction épidermo-dermique. Ces couches sont composées de 
plusieurs types cellulaires différents avec des rôles spécifiques, permettant ainsi à l’organe 
d’assurer ses nombreuses fonctions (Hiatt, 2012). On retrouve également de nombreuses 
annexes dermiques telles que les glandes sébacées, les glandes sudoripares, les poils et les 
ongles. Ces annexes ainsi que l’épiderme proviennent d’une origine ectodermique alors que 
l’hypoderme et le derme proviennent d’origines mésodermiques (Hiatt, 2012). 
 
a. L’hypoderme 
L’hypoderme est la couche la plus profonde et la plus épaisse de la peau (Figure I.3). Il est en 
contact avec l’aponévrose, membrane enveloppant les muscles, et le périoste, couche externe 
des os (Kanitakis, 2002). L’hypoderme, hautement vascularisé, est principalement constitué 
d’adipocytes séparés par du tissu conjonctif lâche, composé entre autre de collagène et 
d’élastine (Crickx, 2005). Les lipides (triglycérides et acides gras) contenus dans les 
adipocytes constituent une réserve énergétique, mais assurent aussi une isolation thermique et 
une protection contre les chocs mécaniques (Freinkel, 2001). 
 
b. Le derme 
Le derme est la couche située entre l’hypoderme et l’épiderme (Figure I.3). Le derme est un 
tissu conjonctif élastique, composé de cellules et d’une matrice extracellulaire (MEC). Les 
cellules composant le derme sont des fibroblastes, des cellules dendritiques dermiques ou 





Figure I.5 : Représentation schématique des différentes cellules et couches composant l’épiderme. 
L’épiderme, séparé du derme par la membrane basale, est composé principalement de quatre types cellulaires, 
les kératinocytes, les mélanocytes, les cellules de Merkel et les cellules de Langerhans, arrangés en plusieurs 








d’élastine ainsi que de macromolécules (protéoglycans et glycoprotéines) (Wlaschek et al., 
2001).  
 
Les fibroblastes sont les cellules fondamentales du derme et sont responsables de la synthèse 
et de la dégradation des composants de la MEC, menant ainsi à un turnover continuel du 
derme (Kanitakis, 2002). Les fibres de collagène, principalement de types I et III, représentent 
70% de la masse sèche de la peau. Elles lui procurent la résistance mécanique (James and 
Kligman, 2006). Les fibres d’élastine confèrent la souplesse et l’élasticité de la peau et 
permettent l’ancrage de la peau à l’hypoderme (Hiatt, 2012). Les macromolécules 
(protéoglycans et glycoprotéines) remplissent l’espace entre les fibres et les cellules. Les 
macromolécules permettent d’organiser la MEC, servent de support à la migration des 
cellules et ont un rôle dans l’hydratation de la peau (Wlaschek et al., 2001). 
 
Le derme est divisé en deux couches : une couche superficielle nommée couche papillaire, et 
une couche plus profonde, nommée couche réticulaire. La couche papillaire présente un tissu 
conjonctif plus lâche et orienté le plus souvent perpendiculairement par rapport à la 
membrane basale. Elle forme des replis, nommés les papilles dermiques, qui sont en contact 
avec des prolongements épidermiques, nommés les crêtes épidermiques. Elles permettent 
l’ancrage entre derme et épiderme (Kanitakis, 2002). Contrairement à la couche papillaire, la 
couche réticulaire est plus dense, plus épaisse et est composée de fibres non orientées (James 
and Kligman, 2006). C’est dans le derme que l’on retrouve les annexes cutanées comme les 
follicules pileux, des terminaisons nerveuses (corpuscules de Meissner, de Vater Pacini), des 
glandes sudoripares ou sébacées ainsi que les vaisseaux sanguins et lymphatiques (James and 
Kligman, 2006). En plus de la régulation thermique, les vaisseaux sanguins permettent d’une 
part l’apport de nutriments et d’oxygène et d’autre part l’élimination des déchets et de 
dioxyde de carbone. Les vaisseaux lymphatiques sont importants dans la régulation de la 
pression et le drainage du liquide interstitiel (James and Kligman, 2006).  
 
c. La jonction épidermo-dermique 
La jonction épidermo-dermique, séparant le derme de l’épiderme, est aussi nommée lame ou 
membrane basale (Figure I.5). Elle est constituée entre autre de collagène de type IV et de 
fibrilles d’ancrage, sécrétées soit par les kératinocytes de l’épiderme soit par les fibroblastes 
du derme (Kolarsick, 2011). La membrane basale assume plusieurs rôles. Par l’intermédiaire 
de complexes d’ancrage, elle permet l’ancrage de l’épiderme avec le derme (Crickx, 2005). 
Un second rôle est la détermination de la polarité des kératinocytes basaux ainsi qu’une 
organisation spatiale des kératinocytes assurant une structuration de l’épiderme en différentes 
couches. Elle assure également un soutien lors de l’adhésion et de la migration des 
kératinocytes ainsi que lors de la reconstruction de l’épiderme au cours de la cicatrisation. 
Enfin, la lame basale assure le rôle de barrière sélective contrôlant le passage de molécules ou 
de cellules entre le derme et l’épiderme (Breitkreutz et al., 2009).  
 
d. L’épiderme 
L’épiderme est un épithélium pavimenteux stratifié kératinisé (Hiatt, 2012) (Figure I.4 et 
Figure I.5). Il s’agit de la couche la plus externe de la peau. L’épiderme est composé de 
kératinocytes, de mélanocytes, de cellules de Merkel et de cellules de Langerhans, arrangés en 





Figure I.6 : Représentation schématique de la différenciation des kératinocytes au sein de l’épiderme. Les 
cellules de la membrane basale ont une capacité proliférative et expriment les kératines K5 et K14. Les cellules 
de la couche épineuse ont une forme d’épine et expriment les marqueurs de différenciation, K1 et K10. En 
progressant, les kératinocytes présentent une morphologie plus large et aplatie jusqu’à atteindre le stade de 







 Les cellules composant l’épiderme 
Les kératinocytes représentent 90% de l’épiderme et sont responsables de la kératinisation de 
la peau (Kanitakis, 2002). Ils ont une forme régulière et polyédrique et sont de petite taille (10 
à 20 µm) (Soroka et al., 2008). Ils subissent des modifications phénotypiques au cours de leur 
différenciation. Durant celle-ci, une phase de synthèse suivie d’une phase de dégénération est 
observée. En effet, la couche la plus externe de l’épiderme est formée de kératinocytes morts, 
également appelés cornéocytes (James and Kligman, 2006). 
 
Les mélanocytes sont responsables de la production de la mélanine. Ils proviennent des crêtes 
neurales et se retrouvent principalement dans la lame basale au nombre d’un mélanocyte pour 
4 à 10 kératinocytes (Kolarsick, 2011). Ils présentent une forme étoilée, et leurs ramifications 
entrent en contact avec les kératinocytes. Ces contacts permettent la transmission des 
mélanosomes, petits organites contenant la mélanine, aux kératinocytes. Au sein des 
kératinocytes, la mélanine forme une couche protectrice autour des noyaux, protégeant ainsi 
le matériel génétique contre les rayons UV (Tagashira et al., 2015). Lors d’expositions 
importantes et répétées aux rayons UV, la mélanogenèse et le transfert des mélanosomes 
augmentent, résultant en une capacité plus élevée des cellules à absorber la lumière et donc à 
protéger l’ADN (Tagashira et al., 2015). 
 
Les cellules de Merkel sont des mécanorécepteurs (récepteurs du toucher). Ceux-ci sont 
localisés dans la couche basale de régions sensibles telles que le bout des doigts ou encore les 
lèvres (Hiatt, 2012). Ces cellules de petite taille sont caractérisées par un noyau volumineux et 
plurilobé, et présentent dans leur cytoplasme de nombreux granules neurosécrétoires. De plus, 
elles synthétisent un grand nombre de neuromédiateurs et jouent ainsi un rôle central dans le 
système neuro-endocrino-immuno-cutané (Hiatt, 2012). Elles sont rattachées aux 
kératinocytes par l’intermédiaire de desmosomes. Ainsi, une légère déformation des 
kératinocytes avoisinants suffit pour être perçue par les cellules de Merkel et pour envoyer 
des stimuli nerveux au cerveau (Kolarsick, 2011). 
 
Les cellules de Langerhans ou cellules dendritiques sont originaires de la moelle osseuse. On 
les retrouve principalement au sein de la couche épineuse dans laquelle elles sont mobiles et 
circulantes (Kanitakis, 2002). Ces cellules sont des présentatrices d’antigènes, qui seront 
capables d’induire une réponse immunitaire adaptative. En effet, après l’endocytose d’un 
antigène, les cellules de Langerhans vont quitter l’épiderme pour atteindre les ganglions 
lymphatiques et permettre ainsi l’activation de cellules T naïves (Kissenpfennig et al., 2005).  
 
 Les différentes couches de l’épiderme et la kératinisation 
L’épiderme est organisé en 4 couches, qui sont, de l’intérieur vers l’extérieur, les couches 
basale, épineuse, granuleuse et cornée. Les kératinocytes migrent à travers ces 4 couches lors 
de leur différenciation et le processus dure 28 jours (Figure I.6) (Chu, 2008). 
 
La couche basale (stratum germinativum) est la couche proliférative de l’épiderme. En effet, 
l’activité mitotique des cellules souches épidermiques de la membrane basale donne naissance 
aux kératinocytes composant les autres couches de l’épiderme. La couche basale est 
composée d’une assise de cellules cubiques ou prismatiques caractérisées par un noyau ovale 
entouré d’une « cape » de mélanine. Leur cytoplasme contient des filaments libres de 
tonofilaments, composés de kératine K5 et K14 (Kanitakis, 2002). Ces filaments sont attachés 
aux hemidesmosomes ou desmosomes, les premiers permettant une cohésion étroite entre 





entre elles (Simpson et al., 2011). Notons que dans le cas particulier de la cicatrisation on 
observe une prolifération beaucoup plus importante des kératinocytes de la couche basale 
(Blanpain and Fuchs, 2009). 
 
La couche épineuse (stratum spinosum) présente une épaisseur variable allant de 5 à 10 
couches de cellules (Kanitakis, 2002). En progressant au sein de la couche granuleuse, les 
kératinocytes présentent une morphologie différente en fonction de leur stade, de 
différenciation et de leur localisation (Chu, 2008). En effet, les kératinocytes situés dans le 
bas de la couche (à proximité de la couche basale) présentent une forme polyédrique et un 
noyau de forme arrondie, tandis que les kératinocytes se trouvant plus haut dans la couche 
épineuse (à proximité de la couche granuleuse) ont une forme plus large, aplatie et sont reliés 
entre eux par de nombreux desmosomes. Ceci permet un attachement mécanique entre les 
cellules et promeut une résistance aux stress physiques. Cette morphologie en forme d’épine, 
présentée par les kératinocytes, donne son nom à cette couche épineuse (Chu, 2008). De plus, 
des jonctions communicantes entre les kératinocytes sont également observées, permettant 
une communication intercellulaire afin de réguler le métabolisme, la croissance et la 
différenciation des kératinocytes (Kanitakis, 2002). Au sein du cytoplasme, on observe une 
organisation des filaments intermédiaires de kératines K1 et K10 en faisceaux et l’apparition 
des granules lamellaires ou corps d’Odland (Chu, 2008). Il s’agit d’organelles contenant des 
glycoprotéines, glycolipides, phospholipides, stérols libres ainsi qu’un grand nombre 
d’hydrolases (lipases, protéases, phosphatases, glycosidases). Le rôle de ces granules 
lamellaires est de relâcher des lipides dans l’espace intercellulaire au sein de la couche cornée, 
jouant ainsi un rôle de barrière et de ciment pour l’épiderme (Gunathilake, 2015). 
 
La couche granuleuse (stratum granulosum), montre une épaisseur variable suivant la 
localisation. En effet, son épaisseur peut être jusqu’à 10 fois plus importante pour l’épiderme 
de la paume des mains et de la plante des pieds (Kolarsick, 2011). Il s’agit de la couche la 
plus superficielle contenant encore des cellules vivantes. Les kératinocytes de cette couche 
sont de forme aplatie, et, suite à une haute activité lysosomale, leur noyau ainsi que leurs 
organites sont détruits. Ceci prépare les cellules à subir une différenciation terminale, comme 
observée dans la couche cornée (Kanitakis, 2002). Les cellules de la couche granuleuse sont 
responsables de la synthèse et de la modification de protéines intervenant lors de la 
kératinisation. En effet, leur cytoplasme est rempli de granules de kératohyaline, ou 
profillagrine, nécessaires à la formation des matrices interfibrillaires de fillagrines soutenant 
les filaments intermédiaires de kératines (Chu, 2008). Les cellules sont également liées par 
des jonctions étanches composées d’occludines et de claudines assurant l’étanchéité de la 
peau (Simpson et al., 2011). 
 
Au niveau de la plante des pieds et de la paume des mains, l’épiderme présente une fine 
couche supplémentaire entre la couche granuleuse et la couche cornée ; la couche claire 
(stratum mucidum). Cette couche claire est composée de quelques cellules claires sans noyau 
ni organites (Hiatt, 2012). 
 
La couche la plus externe de l’épiderme est la couche cornée (stratum corneum). Elle est 
composée d’un empilement de 15 à 20 couches de cornéocytes et elle est en contact direct 
avec le monde externe (Kanitakis, 2002). Les cornéocytes, de forme large, aplatie et 
polyédrique, sont des kératinocytes morts dépourvus de noyau et d’organites. Ils présentent un 
épaississement de la face interne de la membrane cytoplasmique, composée d’involucrine et 
de loricrine, et sont remplis de filaments intermédiaires fixés entre eux par la fillagrine (Chu, 
2008). Les cellules sont entourées d’une matrice extracellulaire riche en lipides, en particulier 
 
Figure I.7 : Représentation schématique de l’aspect d’une peau jeune (young), une peau âgée de manière 
intrinsèque (intrinsically aged) ou de manière extrinsèque (photoaged). La peau vieillissant de manière 
intrinsèque et comparée à la peau jeune est caractérisée par un aspect lisse et plus fin alors que la peau, 
vieillissant de manière extrinsèque, est plus épaisse. (H : couche cornée, E : épiderme, BM : membrane basale, 
G : ‘Grenzzone’ zone contenant des fibres de collagène intactes, D : derme) (Wlaschek et al., 2001). 
 
    
Figure I.8 : Photographies histologiques de peaux âgées de manière extrinsèque (A et B) ou de manière 
intrinsèque (C et D). Les images A et B, respectivement colorées à la coloration de van Gieson et à la 
coloration d’hématoxyline et d’éosine, montrent la désorganisation des fibres d’élastine (A) et la dégradation des 
fibres de collagène par les protéases matricielles (B). Les images C et D, respectivement colorées à la coloration 
de van Gieson et à la coloration d’hématoxyline et d’éosine, montrent une destruction plus légère des fibres 





des céramides et cholestérols, qui forment le mortier. Ce dernier permet de lier les cellules 
mortes entre elles, de maintenir l’hydratation de la peau et d’éviter la pénétration de 
substances externes au sein de l’organisme (Chu, 2008). 
La couche cornée est divisée en deux couches : la stratum compactum, qui reprend la couche 
inférieure composée de cornéocytes compacts, et la stratum disjonctum, qui reprend la couche 
desquamante. Dans cette deuxième couche, les cellules sont continuellement éliminées par 
desquamation, via l’action de protéases, clivant les desmosomes (Freinkel, 2001). Finalement, 
les cellules jouent différents rôles en fonction de leur position. Alors que les cornéocytes 
situés le plus à l’extérieur procurent une protection contre l’invasion de corps étrangers, ceux, 
situés plus au centre, sont responsables de l’hydratation de la peau. Cette hydratation se fait 
par l’intermédiaire de facteurs d’hydratation naturelle (Natural Moisturizing Factor ou NMF). 
Il s'agit de molécules hygroscopiques telles que les acides aminés, l’acide hyaluronique ou 
encore des glycérols. Ces molécules sont situées dans le cytoplasme des cornéocytes et vont 
piéger l'eau lorsque celle-ci pénètre dans les cellules (Rawlings and Matts, 2005). 
 
2. Le vieillissement intrinsèque de la peau 
 
Le vieillissement intrinsèque est déterminé de manière génétique. Il s’agit du déclin tissulaire 
observé lorsque les tissus perdent leur fonction et leur structure (Baumann, 2007). 
La peau, vieillissant de manière intrinsèque, est caractérisée par un aspect lisse et affiné 
(Figure I.7 et Figure I.8). En effet, le derme et l'épiderme s'atrophient, et un aplatissement des 
crêtes épidermiques est observé. De plus, les fibroblastes sont réduits en nombre et présentent 
une morphologie et un phénotype sénescents (cfr IV.4) (Wlaschek et al., 2001). 
Par ailleurs, la MEC est également dégradé. Ceci est le résultat d’une diminution et d’une 
dérégulation de la synthèse de ces composants (fibres de collagène et d’élastine), mais aussi 
d’une augmentation de l’expression de protéases (MMP) qui dégradent ces composants. Ceci 
résulte en une dégradation des fibres d’élastine rendant la peau moins élastique (Wlaschek et 
al., 2001).  
 
3. Le vieillissement extrinsèque 
 
Au vieillissement intrinsèque se superpose le vieillissement extrinsèque, induit par des stress 
externes, tels que l’exposition aux rayons solaires (Baumann, 2007), le tabagisme (Yin et al., 
2000), l’alcoolisme (Kostovic and Lipozencic, 2004), la malnutrition (Heilskov et al., 2015) 
ou encore la pollution de l’air (Vierkotter et al., 2010). Alors que ces différents types de stress 
contribuent au vieillissement extrinsèque de la peau, celui-ci est néanmoins principalement 
induit par l’exposition aux rayons solaires et est ainsi nommé photovieillissement (Baumann, 
2007). 
Ce vieillissement induit des changements tels que la sécheresse de la peau (Kostovic and 
Lipozencic, 2004), les pertes de la tonicité et de l’élasticité et l’apparition de rides profondes, 
suite au non-renouvellement des cellules de la peau (Yin et al., 2000) (Figure.I.7 et Figure I.8). 
Les vaisseaux sanguins se fragilisent, menant à l'apparition de taches hémorragiques pourpres 
et à la diminution en oxygène et en nutriments. La distribution des mélanocytes devient 
irrégulière, menant à l’apparition de taches pigmentées (Wlaschek et al., 2001). De plus, on 
observe une hyperplasie des cellules menant à l’épaississement du derme et de l’épiderme 
ainsi qu’une légère hyperkératose, nommée néoplasme cutané (Wlaschek et al., 2001).  
Le vieillissement extrinsèque induit également une perturbation au niveau de la MEC suite à 
la synthèse d’enzymes de dégradation comme la collagénase-1 (MMP-1) (Yin et al., 2000). 
         
Figure I.9 : Représentation schématique du spectre du rayonnement solaire. Les rayons solaires sont 
composés de trois types de rayons. On y retrouve 5% d’ultraviolets (UV) composés d’UVC, d’UVB et d’UVA, 
50% de lumière visible et 45% de lumière infrarouge (IR) (Svobodova et al., 2006).  
 
    
Figure I.10 : Représentation schématique de la pénétration des ultraviolets à travers l’atmosphère et dans 
la peau. Alors que les rayons UVC sont arrêtés par la couche d’ozone, les rayons UVB et UVA atteignent la 
terre. Les UVB sont arrêtés au niveau du derme supérieur alors que les UVA atteignent le derme inférieur 
(Kammeyer and Luiten, 2015). 
 
  
Figure I.11 : Dommages directs induits à l’ADN par interaction avec des rayons UVB. L’absorption des 
UVB par l’ADN mène à l’apparition de photoproduits dimériques, tels que les dimères de pyrimidines 
cyclobutanes (CPD) (A) ou les photoproduits de pyrimidines (6-4) pyrimidone ((6-4)-PP) (B) (Svobodova et al., 





Cette dernière clive le collagène de type I composant principal de la MEC, causant une 
désorganisation et destruction des fibres de collagène, qui se retrouvent sous forme clivée 
(Wlaschek et al., 2001). 
III. Les dommages induits par les UV et mécanismes de réparation  
1.  Les Rayons UV 
 
Le rayonnement solaire se compose d’ondes électromagnétiques composées de trois types de 
rayons différents (Figure I.9) : les ultraviolets (UV), la lumière visible et les infrarouges (IR). 
Cette classification se fait en fonction de la longueur d’onde qui est inversement 
proportionnelle au niveau énergétique (Kammeyer and Luiten, 2015). Les UV, composant 5% 
du rayonnement solaire, possèdent une longueur d’onde courte. Ils sont donc très énergétiques. 
Parmi ces rayons, on retrouve les UVC (200 - 290 nm), les UVB (290 - 320 nm) et les UVA 
(320 - 400 nm). Comme la couche d’ozone stoppe les rayons de longueur d’onde courte 
(UVC et une partie des UVB), les rayons UV atteignant la surface de la terre sont constitués 
de 95% d’UVA et de 5% d’UVB (Figure I.10) (Parisi and Turner, 2006).   
 
2. Les dommages induits par les UV  
 
L’exposition de la peau aux UVA et aux UVB induit des dommages au sein de celle-ci. En 
effet, ces rayons traversent l’épiderme et, en ce qui concerne les UVA, atteignent le derme 
inférieur, alors que les UVB s’arrêtent au derme supérieur (Sindhu et al., 2003). 
Les UVA sont responsables du bronzage de la peau. En effet, ils induisent la production de la 
mélanine au sein de mélanocytes (Clydesdale et al., 2001). Toutefois, une exposition plus 
intense peut mener à des brûlures pour des peaux sensibles et induire le photovieillissement 
dans tous les types de peau (Afaq and Mukhtar, 2001). Au niveau des cellules, les UVA 
provoquent des dommages à l’ADN par réaction indirecte (Pattison and Davies, 2006). 
Les UVB, avec une énergie 1000 fois plus importante que les UVA, sont responsables des 
coups de soleil (Trautinger, 2001). Ils induisent une production de radicaux libres, par 
interaction avec des macromolécules photosensibles (Svobodova et al., 2006) et causent des 
dommages à l’ADN par réaction directe et indirecte (Pattison and Davies, 2006). 
 
Ces dommages vont activer, au sein des cellules, des voies de signalisation qui sont liées à 
l’apoptose, l’arrêt du cycle cellulaire ou la sénescence (Ravanat et al., 2001). 
 
a. Les dommages directs à l’ADN 
Les dommages directs sont occasionnés lorsque les UVB interagissent et transfèrent leur 
énergie à des chromophores tels que des molécules d’ADN. En effet, l’ADN est capable 
d’absorber les photons d’une longueur d’onde de 260 nm (Markovitsi et al., 2010). Cette 
absorption mène à l’apparition de photoproduits dimériques par formation de liens covalents 
entre deux bases pyrimidiques adjacentes. Parmi les photoproduits, on peut citer les dimères 
de pyrimidines cyclobutanes (CPD) ou les photoproduits de pyrimidines (6-4) pyrimidone 
((6-4)PPs) (Figure I.11) (Ravanat et al., 2001). Ces dimères causent de nombreuses mutations. 
En effet, les dimères des thymine-cytosine (T-C) et les dimères de cytosine-cytosine (C-C) 
provoquent des transitions de type T-C  T-T et C-C  T-T. Ces mutations sont 
fréquemment observées dans les gènes de p53 au sein de cellules cancéreuses comme les 
 
Figure I.12 : Dommages directs et indirects induits à l’ADN par interaction des rayons UVB ou UVA. 
L’interaction directe des UVB avec l’ADN mène à la formation de photoproduits dimériques (CPD et (6-4)PP). 
Les dommages indirects à l’ADN, se produisent par interaction des rayons UV avec des molécules 
photosensibles. Ces molécules, dans un état excité, transfèrent l’électron soit de manière directe à l’ADN 
(mécanisme de type I), soit à une molécule d’oxygène, conduisant à la formation d’espèces réactives dérivées de 
l’oxygène (ROS). Parmi ces ROS, l’oxygène singulet peut interagir et induire des dommages à l’ADN 
(mécanisme de type II majeur) ou être transformé en d’autres ROS interagissant eux aussi avec l’ADN 
(mécanisme de type II mineur) (Hiraku et al., 2007). 
 
 
   
Figure I.13 : Représentation schématique des dommages induits à l’ADN et des mécanismes de réparation. 
Le nucleotide excision repair (NER) permet la réparation de lésions, telles que les CPDs et (6-4)PPs, induisant 
une distorsion dans la chaine de l’ADN. Le base excision repair (BER) permet d’exciser et de réparer des 
modifications au niveau des bases de l’ADN, telles que l’oxydation, l’alkylation et la déamination des bases. Les 
cassures doubles brins (DSBR) sont généralement réparées par recombinaison homologue (RH) ou par jonction 





carcinomes (Daya-Grosjean et al., 1995). De plus, les dimères inhibent la progression de la 
transcription, suite à une torsion du brin d’ADN, de la polymérase ainsi qu’un arrêt de la 
réplication de l’ADN. 
Notons que les photoproduits (6-4)PPs sont moins mutagènes que les CPDs et sont moins 
fréquents puisqu’ils apparaissent à une fréquence 5 fois plus faible (Eveno et al., 1995). De 
plus, ils sont mieux réparés que les CPDs étant donné qu’ils induisent une torsion plus 
importante de l’ADN (Nakagawa et al., 1998). 
 
b. Les dommages indirects à l’ADN  
Les dommages indirects résultent de réactions entre les rayons UVB ou UVA et des 
molécules photosensibles, telles que le NADH
-
/NADPH, la riboflavine, la porphyrine ou 
encore le tryptophane (Figure I.12) (Hanson and Simon, 1998). Les molécules se trouvant 
dans un état excité peuvent induire les dommages par deux voies majeures : les réactions de 
type I et les réactions de type II (Ito et al., 2007). 
Lors des réactions de type I, les molécules photosensibles excitées vont créer des radicaux 
libres par interaction directe avec d’autres molécules, telles que les bases de l’ADN, sans 
l’intervention d’oxygène (Misiaszek et al., 2004). Cette interaction dépend du potentiel 
oxydatif des bases de l’ADN ainsi que du potentiel réducteur des molécules photosensibles. 
Parmi les quatre bases de l’ADN, la guanine est celle qui présente le potentiel oxydatif le plus 
bas. Son oxydation mène à la création de lésions oxydatives telle que la 8-oxo-7,8-dihydro-2'-
deoxyguanosine (8-oxodG) (Hiraku et al., 2007). Lors de la réplication de l’ADN, la 8-oxodG 
va s’apparier avec une adénine, au lieu d’une cytosine, menant à une transition mutagène G : 
C  T : A. 
Lors des réactions de type II, l’énergie, transférée d’une molécule photosensible à une 
molécule d’oxygène, conduit à la formation de radicaux libres dérivés de l’oxygène (reactive 
oxygen species ou ROS). Parmi les réactions de type II, on distingue les réactions de 
mécanisme majeur ou de mécanisme mineur (Hiraku et al., 2007). Au cours des réactions 
majeures, des oxygènes singulets (
1
O2), molécules stables et très réactives, sont formées. Ces 
molécules vont interagir avec de nombreuses macromolécules dont l’ADN, où la formation de 
8-oxodG est générée (Ravanat et al., 2001). Au cours des réactions mineures, on observe une 
formation d’anions superoxides (O2
-
). Cet anion est très instable et va être dismuté en 
peroxyde d’hydrogène (H2O2). L’H2O2 est capable de produire des dommages à l’ADN 
seulement en présence d’ions métalliques (Thiele, 2001). De plus par réaction de Fenton, 
l’H2O2 est transformé en radical hydroxyl (
•
OH), pouvant lui aussi induire des dommages à 
l’ADN. Notons que les ROS peuvent également interagir avec des protéines et des lipides, et 
provoquer des dommages à ces molécules (Pattison and Davies, 2006). 
 
3. Les mécanismes de réparations de l’ADN 
 
Les dommages occasionnés par les UV mènent à un arrêt transitoire ou permanent du cycle 
cellulaire ou à l’induction de l’apoptose suivant le type de dommage et son intensité (Vermeij 
et al., 2014). Afin de réparer ces dommages, la cellule a mis en place de nombreuses 
stratégies afin d’éviter les effets mutagènes des UV. A cotés des différentes voies de 
réparation de l’ADN (Figure I.13), des molécules antioxydantes permettent une protection 





   
Figure I.14 : Représentation schématique de la réparation par le base excision repair (BER). Le dommage 
est reconnu par des enzymes ADN glycosylases, excisant les bases endommagées. Le site a-purique ou a-
pyrimidique est reconnu par des AP endo- et exonucléases, clivant le squelette sucre-phosphate. Une ADN 
polymérase resynthétise les bases manquantes. Finalement, les extrémités sont liées entre elles par une ADN 
ligase (Source : Mutations, Deletions, Duplications & Repair, 
http://virtuallaboratory.colorado.edu/Biofundamentals-web/lectureNotes-Revision/Topic3-4_Mutation.htm). 
 
Figure I.15 : Représentation schématique de la réparation par le nucleotide excision repair (NER). Les 
mécanismes de réparation se font via deux voies. Le global genome repair (GGR, réparant des lésions dans tout 







a. Le base excision repair (BER) 
Le base excision repair (BER) permet, comme son nom l’indique, d’exciser et de réparer des 
modifications au niveau des bases de l’ADN (Figure I.14). Parmi les différentes modifications 
telles que l’oxydation, l’alkylation et la déamination, l’oxydation de la guanine en 8-oxodG 
est la plus fréquente (Dizdaroglu et al., 2002). Dans un premier temps, le dommage est 
reconnu par des enzymes ADN glycosylases. Celles-ci vont exciser les bases endommagées et 
produire un site a-purique ou a-pyrimidique (AP). Ce site AP est ensuite reconnu par des AP 
endonucléases. Ces endonucléases clivent le squelette sucre-phosphate générant ainsi dans le 
brin d'ADN les extrémités désoxyribose-5'-phosphate et 3'OH. L’extrémité désoxyribose-5'-
phosphate est ensuite clivée par une AP exonucléase permettant à une ADN polymérase de 
resynthétiser les bases manquantes. Finalement, les extrémités sont liées entre elles par une 
ADN ligase (Wilson and Bohr, 2007, Jeppesen et al., 2011). 
 
b. Le nucleotide excision repair (NER) 
Le nucleotide excision repair (NER) permet la réparation de lésions induisant une distorsion 
dans la chaine de l’ADN (Gillet and Scharer, 2006) (Figure I.15). Le processus de NER est 
complexe. Il inclut plus de 30 protéines et se fait en 5 étapes. Dans un premier temps, la 
lésion d’ADN est reconnue, ensuite le brin est incisé de part et d’autre de la lésion. Au cours 
de la troisième phase, la lésion est excisée du brin. Ensuite, un nouveau brin est synthétisé 
afin de remplacer la partie manquante. Finalement, le nouveau brin est lié au brin d’ADN 
initial (Aboussekhra and Wood, 1995).  
Il existe deux voies de réparation de NER différentes. Le global genome repair (GGR) ainsi 
que le transcription coupled repair (TCR). Ces deux voies se différencient entre elles 
uniquement par l’étape de reconnaissance des dommages, étant donné qu’elles utilisent les 
mêmes machineries de réparation (Aboussekhra and Wood, 1995).  
Le GGR est responsable de l’élimination des distorsions tout au long du génome, de manière 
indépendante du cycle cellulaire. 
Le TCR, quant à lui, est initié lorsqu’une lésion au sein d’un gène activé induit un blocage de 
la progression de l’ARN polymérase. 
 
c. La réparation des cassures double brin de l’ADN 
Les cassures doubles brin (double strand break ou DSB) sont des lésions qui sont induites 
lorsque des dommages à l’ADN empêchent la réplication et la transcription de celui-ci. En 
effet, des dommages induits par le stress oxydatif, par l’exposition à des agents chimiques ou 
aux rayons UV, bloquent la progression de la fourche réplicative (Limoli et al., 2002). Cet 
arrêt mène à un effondrement de la fourche réplicative ainsi qu’à la formation des cassures 
double brin (Degrassi et al., 2004). Ces cassures sont généralement réparées par 
recombinaison homologue (RH) ou par jonction d'extrémités non homologues (non-
homologues end joining ou NHEJ) (Vermeij et al., 2014). 
 
Le mécanisme de recombinaison homologue permet la réparation des cassures double brin 
au sein de cellules prolifératives, lors des phases S et G2 du cycle cellulaire. En effet, ce 
mécanisme se base sur la présence du brin chromatide sœur comme modèle afin de 
resynthétiser le brin manquant (Dronkert et al., 2000). 
La réparation par jonction d'extrémités non homologues permet une réparation des cassures 
double brin de manière indépendante du cycle cellulaire étant donné qu’il ne nécessite pas la 
présence du brin chromatide sœur. En effet, le mécanisme se fait en plusieurs étapes durant 
  
Figure I.16 : Représentation schématique de la réparation par la voie des réparations des dommages à 
l’ADN (DNA damage repair ou DDR). La voie de DDR transmet le signal de dommage au sein de la cellule 
afin d’induire un arrêt de la progression du cycle cellulaire. Le tout mène à l’arrêt du cycle cellulaire, à 






lesquelles deux extrémités d’ADN, se trouvant à proximité, sont liées entre elles (Iyama and 
Wilson, 2013). 
 
Cependant, lorsque la réparation est incomplète, les cassures persistent et induisent un stress 
au sein de la cellule. Ces cassures sont détectées et activent la voie de réparation des 
dommages à l’ADN (Iyama and Wilson, 2013).  
 
La voie de réparation des dommages à l’ADN (DNA damage repair ou DDR) (Figure I.16) 
transmet le signal de dommage au sein de la cellule afin d’induire un arrêt de la progression 
du cycle cellulaire (von Zglinicki et al., 2005). Ceci a comme but de permettre une réparation 
du dommage avant la poursuite du cycle, empêchant la croissance de cellules présentant des 
lésions importantes au niveau de l’ADN. Dans un premier temps, les cassures double brin sont 
reconnues par le complexe MRN (MRE11-RAD50-NBS1) et mènent à l'activation de la 
kinase ataxia-telangiectasia (ATM). Les cassures simple brin sont reconnues par la protéine 
de réplication A (RPA) et mènent à l'activation, en amont, de la kinase ataxia telangiectasia 
and Rad3-related protein (ATR). Celle-ci va interagir avec le complexe 9-1-1 (comprenant 
RAD9, RAD1 and HUS1). Ensuite, de nombreuses protéines adaptatrices, telles que p53 
Binding Protein (53BP1), mediator of DNA damage checkpoint 1 (MDC1), breast cancer 
type-1 susceptibility (BRCA1) ou encore Clapsin propagent le signal et activent, en aval, 
d’autres kinases telles que les checkpoint kinases -1 (CHK1) et -2 (CHK2). Ces dernières 
transmettent le signal de dommage à des protéines effectrices comme le facteur de 
transcription, p53 ou encore Cdc25 et SMC1. La phosphorylation de p53 active une kinase 
dépendante des cyclines (cyclin dependent kinase ou CDKI) p21
WAF-1
. Le tout mène à l’arrêt 
du cycle cellulaire ou à la sénescence dans le cas d’un signal persistant. De plus, la 
phosphorylation de l’histone H2AX facilite l’assemblage de facteurs de points de contrôle et 
la réparation de l’ADN, indispensable à la survie de la cellule (Sulli et al., 2012, Zgheib et al., 
2005).  
 
La voie de réparation de dommages à l’ADN (DDR) semble être liée à l’induction de la 
sénescence au sein des cellules (Kuilman et al., 2010). En effet, il a été suggéré que le 
phénotype sénescent pourrait être maintenu par une activité constante des kinases telles que 
ATM, ATR, CHK1 ou CHK2 (von Zglinicki et al., 2005). Ceci montre que la voie de la DDR 
joue un rôle intracellulaire, qui protège l’information génétique et qui aide à assurer la 
suppression de cellules endommagées au sein des tissus. Le but serait d’empêcher une 
transformation néoplasique de ces cellules (Malaquin et al., 2015). De plus l’activation 
persistante de la DDR influence, de manière paracrine, les cellules et le microenvironnement 
avoisinant en envoyant des « signaux d’alarme ». Ces signaux mèneraient à un comportement 
associé à la DDR dans les cellules voisines, permettant une adaptation de celles-ci au stress 
apparent (Malaquin et al., 2015). Il a été observé que les cellules endommagées peuvent 
envoyer des signaux par l’intermédiaire de contacts directs entre deux cellules (passages de 
ROS par des jonctions communicantes) (Azzam et al., 2001). Des signaux peuvent également 
influencer les cellules voisines de manière paracrine. Ce phénomène est basé sur le fait que 
l’activité persistante de la DDR induit un phénotype sécrétoire (SASP) des cellules 
endommagées et sénescentes (cfr IV.4.g) (Acosta and Gil, 2012). Bien que l’activation de la 
DDR semble être impliquée dans l’induction de ce phénotype sécrétoire (pour certains 





   
Figure I.17 : Les phases des cultures cellulaires selon Hayflick. Au court de la phase I, les cellules sont mises 
en culture et se divisent peu. Elles doivent tout d’abord s’adapter à leur environnement de culture. Pendant la 
phase II, les cellules se divisent de manière exponentielle. En phase III, les cellules ralentissent leurs divisions 
cellulaires jusqu’à arrêter la prolifération de manière définitive. Cependant, elles restent métaboliquement 






d. Les mécanismes antioxydants 
Les cellules possèdent des mécanismes antioxydants protégeant des effets néfastes des ROS 
(Sies, 1997). Le but est de maintenir une homéostasie de la production des ROS et d’éviter 
que ceux-ci, en concentration élevée, n’entrainent des effets délétères (Rhee, 2006). Ces 
mécanismes antioxydants font intervenir diverses enzymes. 
 
Parmi celles-ci, la glutathion oxydase est capable d’éliminer des oxygènes singulets ou les 
peroxydes d’hydrogène par réaction avec le groupe thiol d’une molécule de glutathion 
(Tyrrell and Pidoux, 1986). La superoxyde dismustase permet la transformation d’anions 
superoxides en peroxydes d’hydrogène. Ces derniers sont ensuite transformés par la catalase 
en eau (Sasaki et al., 1997). 
L’expression de ces enzymes est contrôlée par des éléments régulateurs (antioxidant response 
element (ARE)), localisés en amont de leur promoteur. En condition de stress oxydatif, la 
transcription de ces gènes est initiée par des facteurs de transcription tels que par exemple 
Nrf2 (Nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2). Il s’agit d’un facteur de transcription 
appartenant à la famille des basic leucine zipper (Moi et al., 1994). 
En condition normale des cellules, Nrf2 est tenu à un niveau basal et est séquestré dans le 
cytoplasme des cellules. Ceci se fait par l’intermédiaire de Keap1, une protéine adaptatrice 
qui facilité l’ubiquitination par la culline 3 (Itoh et al., 1999). En revanche, lors d’un stress 
oxydatif, la séquestration de Nrf2 par Keap1 et l’ubiquitination par la culline 3 est perturbée. 
Nrf2 peut alors transloquer dans le noyau ou il forme un hétéro-dimère avec la petite protéine 
Maf. Le complexe se lie alors aux régions ARE, initiant ainsi la transcription d’enzymes anti-
oxydantes (Hayes et al., 2010). 
 
Certaines molécules de source exogène présentent également des capacités anti-oxydantes. 
C’est le cas de la vitamine C ou acide ascorbique, de la vitamine E ou α-tocopherol, ainsi que 
les caroténoïdes, les polyphénols contenus dans les thés verts et noirs (Wang et al., 1994) ou 
encore dans l’huile d’olive (Visioli et al., 1998) 
IV. Le vieillissement in vitro 
1. La sénescence réplicative 
 
C’est en 1961 que Leonard Hayflick et Paul Moorhead découvrent la sénescence cellulaire. 
En cultivant des fibroblastes humains normaux, ils observent que ceux-ci ont une capacité 
limitée à se diviser. Cette limite de prolifération est aussi connue sous le nom de « limite de 
Hayflick » (Figure I.17). Elle est caractérisée par un arrêt définitif de prolifération après un 
certain nombre de doublements cumulatifs de population, variable en fonction du type 
cellulaire (Hayflick and Moorhead, 1961). Ce phénomène d’arrêt de division a été nommé 
« sénescence réplicative ». Elle est liée au raccourcissement des télomères, structures 
protégeant les extrémités des chromosomes. 
Hayflick et Moorhead montrent que la vie des cellules en culture peut être divisée en trois 
phases (Figure I.17): une phase de mise en culture (I), une phase de prolifération (II) et une 
phase d’arrêt de prolifération (sénescence) (III). Au court de la phase I, les cellules sont mises 
en culture et se divisent peu. En effet, elles doivent tout d’abord s’adapter à leur 
environnement de culture. Pendant la phase II, les cellules se divisent de manière 
exponentielle. En phase III, les cellules ralentissent leurs divisions cellulaires jusqu’à un arrêt 
définitif de la prolifération. Cependant, elles peuvent rester métaboliquement actives plusieurs 




   
Figure I.18 : Courbe de prolifération et de dédoublement de population des kératinocytes. Dans un premier 
temps, les kératinocytes prolifèrent de manière exponentielle jusqu’à atteindre le stade de sénescence où un arrêt 
du cycle cellulaire est observé. Ensuite, certains kératinocytes réactivent leur processus de prolifération de 








Bien que la sénescence réplicative ait été découverte dans des fibroblastes, elle est observée 
dans de nombreux autres types cellulaires, tels que les cellules endothéliales (Kurz et al., 
2000) ou les kératinocytes (Gosselin et al., 2009). Cependant, les kératinocytes présentent une 
particularité, car, après avoir atteint le stade de sénescence, certains réactivent leurs processus 
de prolifération de manière spontanée. Cela entraine une émergence néoplasique post-
sénescente (PSNE) (Figures IV.18). Il a été observé, que les kératinocytes sénescents 
diminueraient partiellement le processus de macroautophagie, ce qui leur permettrait 
d’échapper à la mort cellulaire et ce qui entraine l’émergence (Deruy et al., 2014).  
Bien que la sénescence soit liée au raccourcissement des télomères, elle peut être induite de 
manière prématurée - bien avant que la longueur des télomères ne devienne critique - par 
l’expression d’oncogènes ou par l’exposition des cellules à différents stress (Wei et al., 1999). 
 
2. La sénescence induite par les oncogènes (OIS) 
 
Un oncogène est une version mutée d’un proto-oncogène menant ainsi à une prolifération 
excessive et incontrôlée des cellules (Campbell, 2007). Comme mécanismes de défense, les 
cellules normales répondent à certains oncogènes par l’entrée en sénescence (Campisi and 
d'Adda di Fagagna, 2007). Ce phénomène, nommé sénescence induite par les oncogènes 
(oncogene induced senescence ou OIS), a été observé pour la première fois en 1997 par 
l’équipe de Serrano et al. , via la surexpression d’une version mutée du proto-oncogène H-ras 
(H-rasV12) dans des fibroblastes normaux humains et de rongeurs (Serrano et al., 1997). H-
ras code pour une petite GTPase, qui possède un rôle de transducteur de signaux mitogènes 
au sein de la cellule (via les récepteurs tyrosine-kinase) (Maya-Mendoza et al., 2015). Ainsi, 
lorsque RAS est muté, la version oncogénique transmet des signaux mitotiques incontrôlés. 
Ceux-ci mènent, avec une surexpression de c-Myc et une suppression de p53, p16
INK-4A
, 
Cdc25A ou les cyclines de type D, à une prolifération anarchique des cellules (Ruley, 1990). 
Cependant, Serrano et al. montrent que l’expression d’une forme oncogénique (H-rasV12) 
induit un arrêt du cycle cellulaire en phase G1. De plus, une augmentation abondante de la 
quantité de p53 et p16
INK-4A
, inhibant le cycle cellulaire, est observée (Serrano et al., 1997). 
L’induction de la sénescence par les oncogènes est indépendante du raccourcissement des 
télomères. En effet, une surexpression de la sous-unité hTERT de la polymérase dans des 
fibroblastes humains normaux, n’empêche pas l’induction de la sénescence par l’oncogène H-
rasV12 (Wei et al., 1999). Depuis, l’induction de la sénescence a été observée par 
l’expression d’autres formes oncogéniques, membres de la voie de RAS, tels que RAF, MEK, 
MOS et BRAF (Dimri et al., 2000, Lin et al., 1998) ou par la surexpression de protéines pro-
prolifératives comme E2F (Dimri et al., 2000). 
 
3. La sénescence induite prématurément par les stress (SIPS) 
 
La sénescence peut également être induite de manière prématurée, bien avant que le 
raccourcissement des télomères devienne trop critique, en soumettant des cellules 
(fibroblastes, cellules endothéliales, mélanocytes, kératinocytes) à différents types de stress à 
des doses subléthales (Debacq-Chainiaux et al., 2005).  
Plusieurs protocoles menant à la sénescence induite prématurément par des stress (SIPS), ont 
été établis à partir d’agents stressants induisant un stress ou des dommages à l’ADN. 
Parmi les protocoles SIPS, on peut citer une exposition de manière prolongée à une hyperoxie 
(concentration de 40% en O2 comparé au 21% atmosphérique) (von Zglinicki et al., 2005) ou 




   
Figure I.19 : Représentation schématique du raccourcissement des télomères lors de la réplication de 
l’ADN. Lors de la réplication de l’ADN, l’ADN polymérase synthétise des nouveaux brins dans le sens 5’ – 3’ 
donnant naissance à un brin continu et un brin discontinu. Ce dernier est composé de plusieurs fragments d’ADN 
nommés fragments d’Okazaki au début desquels se retrouve une amorce d’ARN. A la fin de la réplication, les 
amorces d’ARN sont dégradées, remplacées par de l’ADN et liés entre eux, à l’exception de la première amorce. 
Celle-ci ne peut pas être remplacée par de l’ADN étant donné qu’il manque une extrémité 3’ permettant la 








mitomycin c (Rodemann, 1989) au peroxyde d’hydrogène (H2O2) (Chen et al., 2000), ou aux 
rayons UVB (Debacq-Chainiaux et al., 2005).  
 
L’induction de la SIPS semble indépendante du raccourcissement des télomères. En effet, les 
travaux de Wei et al. montrent qu’en exprimant la sous-unité hTERT de la télomérase au sein 
des fiboblastes, les biomarqueurs de la sénescence restent observés au sein des cellules (Wei 
et al., 1999).  
 
4. Les biomarqueurs de la sénescence 
 
Les cellules sénescentes, aussi bien en sénescence réplicative qu’en OIS ou SIPS, sont 
caractérisées par des biomarqueurs communs. Certains, tels que l’activité de la β-
galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal), permettent de différencier, au sein d’une 
population hétérogène, les cellules sénescentes des cellules en prolifération ou en quiescence 
(Dimri et al., 1995, Lawless et al., 2010). De plus, certains biomarqueurs, tels que la SA-βgal 
(Dimri et al., 1995), la surexpression de p16
INK-4A
 (Martin and Baxter, 1991) ou encore la 
délétion « commune » de l’ADN mitochondrial (Baxter, 2001) sont également observés in 
vivo.  
 
a. Le raccourcissement des télomères 
Les télomères sont des séquences répétées (5’ TTAGGG 3’) d’une longueur de 10 à 15 kb. Ils 
sont non codants et se retrouvent aux extrémités des chromosomes. En interagissant avec de 
nombreuses protéines, ils forment une structure tridimensionnelle nommée le télosome (Liu et 
al., 2004). Ce dernier maintient l'intégrité du génome en empêchant des réarrangements 
chromosomiques ainsi que des fusions de chromosomes par le processus de réparation de 
l'ADN. En plus, il protège l'ADN contre la dégradation par des exonucléases (Xin et al., 2008). 
 
Lors de la réplication de l’ADN, l’ADN polymérase synthétise des nouveaux brins dans le 
sens 5’ - 3’, donnant naissance à un brin continu et un brin discontinu. Ce dernier est composé 
de plusieurs fragments d’ADN nommés fragments d’Okazaki, au début desquels se retrouve 
une amorce d’ARN. A la fin de la réplication, les amorces d’ARN sont dégradées et 
remplacées par de l’ADN. Finalement les fragments d’ADN sont liés entre eux. Cependant la 
première amorce ne peut pas être remplacée par de l’ADN étant donné qu’il manque une 
extrémité 3’ permettant la synthèse d’ADN. C’est ainsi qu’après chaque réplication les 
télomères se raccourcissent de 50 à 150 pb (Figure I.19) (Campbell, 2007). Lorsque les 
télomères atteignent une longueur critique, celle-ci est perçue par la cellule comme un 
dommage à l’ADN, et plus particulièrement comme une cassure double brin, ce qui entraine 
l’activation de la DDR (Campisi and d'Adda di Fagagna, 2007). 
 
Le phénomène de raccourcissement des télomères est observé dans la plupart des cellules 
eucaryotes à l’exception des cellules germinales, des cellules souches, et lors du 
développement embryonnaire. Dans ce cas-ci, il est nécessaire de permettre une prolifération 
illimitée et donc d’éviter le raccourcissement des télomères (Campbell, 2007). Pour ce faire, 
une enzyme capable de rallonger les télomères est exprimée. Il s’agit de la télomérase. Celle-
ci est une ribonucléoprotéine composée d’une sous-unité à activité catalytique, la télomérase 
reverse transcriptase ou TERT, et une sous-unité d’ARN servant d’amorce, la télomérase 
RNA component ou TERC (Vinagre et al., 2014). Il a été observé, que dans 90% des cancers, 
la sous-unité TERT est réactivée permettant une prolifération excessive des cellules 
   
Figure I.20 : Représentation schématique du cycle cellulaire régulé par les différents complexes CDK-
cyclines. La régulation du passage d’une phase à une autre est à chaque fois contrôlée par des complexes 
spécifiques de CDK/cycline pour ce point de contrôle. La phase G1 est contrôlée par le complexe CDK4/cycline 
D et CDK6/cycline D. La phase S est contrôlée par le complexe CDK2/cycline A. La phase G2 est contrôlée par 
le complexe CDK1/cycline A. La mitose se fait sous contrôle de CDK1/cycline B.  
(Source : Cell Cycle and cancer, Cubocube, http://www.cubocube.com/dashboard.php?a=1642&b=1691&c=1) 
 
    
Figure I.21 : Représentation schématique de l’arrêt du cycle cellulaire par les voies p53/p21 et p16
 
INK4A
/pRB. Les signaux, tels que les dommages à l’ADN ou le dysfonctionnement des télomères, activent la 
protéine alternate reading frame protein (ARF). Celle-ci va dégrader la E3 ubiquitine-protein ligase HDM2, une 
protéine qui a comme rôle de séquestrer p53 en temps normal, aboutissant ainsi à l’activation de p53. Ce facteur 
de transcription, active p21WAF-1, inhibant les complexes CDK4/cyclineD ou CDK6/cyclineD, qui initialement 
phosphorylent la protéine de rétinoblastome (pRB). La forme hypophosphorylée de pRB va ensuite se lier à 
l’E2F et inactiver ce facteur de transcription nécessaire à la transcription des gènes impliqués dans la progression 
du cycle cellulaire. L’activation de la voie p16
 INK4A
/pRB a souvent lieu dans un second temps. p16
 INK4A
 est une 
CDKI pouvant également inhiber les complexes CDK4/cyclineD et CDK6/cyclineD, menant ainsi à 
l’hypophosphorylation de la protéine de rétinoblastome et une inactivation du facteur de transcription E2F 





cancéreuses. Cette activation pourrait être induite par l’apparition de mutation dans le 
promoteur du gène TERT (Kyo et al., 2008). 
 
b. L’arrêt du cycle cellulaire 
Le cycle cellulaire est divisé en plusieurs phases : G1, S, G2 et M (Figure I.20) (Viallard et al., 
2001). En phase G1, les cellules croissent jusqu’à atteindre leur taille finale et se préparent à 
la réplication de l’ADN. Durant la phase S (synthèse) a lieu la réplication de l’ADN, ainsi le 
matériel génétique est doublé. Ensuite, les cellules se préparent à la division cellulaire durant 
la phase G2. C’est durant la phase M (mitose) que les cellules se divisent pour donner 
naissance à deux cellules filles. Ces dernières commencent un nouveau cycle cellulaire avant 
de se diviser également. A côté des différentes phases du cycle cellulaire, les cellules peuvent 
également se trouver en phase G0, où elles ont temporairement arrêté de proliférer. On dit 
qu’elles sont en quiescence. Pour passer d’une phase à une autre, les cellules doivent passer 
par des points de contrôle (Viallard et al., 2001).  
La progression au sein du cycle est régulée par différents facteurs : les cyclines et les kinases 
dépendantes des cyclines (CDK). Celles-ci s’associent entre elles pour former des complexes 
hétérodimériques régulant la progression dans le cycle cellulaire (Hochegger et al., 2008). La 
régulation du passage d’une phase à une autre est contrôlée par des complexes cyclines-CDK 
différents et spécifiques pour ce point de contrôle (Figue IV.20) (Hochegger et al., 2008).  
 
Chez la plupart des cellules sénescentes, on observe un arrêt du cycle cellulaire en phase G1. 










 sont deux inhibiteurs de kinases dépendantes des cyclines (CDKI). Ces 
derniers sont donc de forts régulateurs négatifs du cycle cellulaire (Campisi and d'Adda di 
Fagagna, 2007). 
Les signaux de sénescence, tels que les dommages à l’ADN ou le dysfonctionnement des 
télomères, activent la protéine « alternate reading frame protein » (ARF). Celle-ci va dégrader 
la protéine E3 ubiquitine-protein ligase HDM2. Cette dernière séquestre p53 en temps normal. 
La dégradation de l’E3 ubiquitine-protein ligase HDM2 par l’activation de ARF, aboutit 
finalement à une activation de p53. Ce facteur de transcription, aussi nommé « gardien du 
génome », active la CDKI p21
WAF-1
 qui va par la suite inhiber les complexes CDK4/cyclineD 
ou CDK6/cyclineD. Ces derniers ne peuvent plus phosphoryler la protéine de rétinoblastome 
(pRB) qui se trouve ainsi sous forme hypophosphorylée. La protéine pRB hypophosphorylée 
va lier et inactiver E2F, un facteur de transcription nécessaire à la transcription des gènes 
impliqués dans la progression du cycle cellulaire (Sherr and McCormick, 2002). 
 
L’activation de la voie p16
 INK4A
/pRB a souvent lieu en second temps (Takeuchi et al., 2010). 
Cependant, certains signaux de sénescence agissent de manière primaire par la voie de 
p16
INK4A
/pRB. Ceci est observé dans des cellules épithéliales (Jacobs and de Lange, 2004). 
p16
INK4A
 est une CDKI pouvant également inhiber les complexes CDK4/cyclineD et 
CDK6/cyclineD. Ceci mène à l’hypophosphorylation de pRB et à l’inactivation du facteur de 
transcription E2F (Sherr and McCormick, 2002) . 
 





/pRB. En effet, il a été observé que la réduction d’activité de la p300 histone 
acetyltransferase mène à la formation de foci d’hétérochromatines associées à la sénescence 
(senescence-associated heterochromatic foci ou SAHF) (Prieur et al., 2011). Ces SAHF 








Figure I.22 : Représentation de la réaction de la β-galactosidase. L'hydrolyse du lien glycosidique du X-gal 
par l'enzyme β-galactosidase libère un noyau indolique. Ce dernier peut, par oxydation et dimérisation, aboutir à 
la formation d'un composé stable, non soluble et de couleur bleue. (Source : Novus Biologicals, LLC, beta 






Ces stress de réplication, indépendants de dommages à l’ADN, induisent un arrêt stable du 
cycle cellulaire en phase S et mènent à la sénescence (Prieur et al., 2011). 
 
c. Le changement de morphologie cellulaire 
Les cellules sénescentes présentent un changement de morphologie. Effectivement, elles 
deviennent plus grandes et plus aplaties. Certaines cellules sont même plurinucléées (Kuilman 
et al., 2010). Leur volume augmente, ce qui peut être expliqué par une augmentation de la 
masse lysosomale lors de la sénescence. En effet, des vacuoles autophagiques contenant des 
organelles et macromolécules non-dégradées s’accumulent au sein des cellules, ce qui 
entraine une augmentation de la biogenèse de nouveaux lysosomes (Kurz et al., 2000). 
Les kératinocytes normaux jeunes sont réguliers et présentent une petite forme polygonale 
(10-20 µm de diamètre). En vieillissant leur forme devient irrégulière et s’agrandit jusqu’à 
atteindre 50 μm de diamètre (Soroka et al., 2008). 
 
d. L’activité β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal) 
L’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal) est un biomarqueur 
fréquemment utilisé, in vitro et in vivo, pour visualiser des cellules en sénescence (Debacq-
Chainiaux et al., 2005, Dimri et al., 1995). La β-galactosidase, enzyme lysosomale, hydrolyse 
les liens osidiques des β-galactosides en monosaccharides. Son activité optimale à pH 4,0 est 
proche du pH lysosomal. En utilisant un composé chromogénique, le 5-bromo-4-chloro-3-
indolyl-β-D-galactopyranoside ou X-gal (Figure I.22), son activité peut être visualisée. En 
effet, l’enzyme est capable d’hydrolyser ce substrat artificiel en libérant un noyau indolique 
qui formera un précipité bleu tant in vitro que in vivo (Dimri et al., 1995). 
Lorsque les cellules deviennent sénescentes, l’activité de la β-galactosidase peut être détectée 
à un pH subobtimal de 6,0. Cette activité est due d’une part à une surexpression de cette 
enzyme dans les cellules sénescentes mais également à l’augmentation de la biogenèse des 
lysosomes (Kurz et al., 2000). 
 
e. La délétion de l’ADN mitochondrial 
Les mitochondries sont les organites qui fournissent l’énergie nécessaire au bon 
fonctionnement cellulaire. De plus, elles constituent une source endogène de ROS 
(Kamenisch et al., 2007). Elles contiennent leur propre matériel génétique, nommé ADN 
mitochondrial ou ADN mt. Cette molécule génomique est circulaire, bicaténaire et code pour 
une partie des protéines de la chaine respiratoire (Holt and Reyes, 2012). De nombreuses 
mutations et délétions s’accumulent dans l’ADN mt lors du vieillissement (Liu et al., 2015). 
Parmi ces délétions, une délétion de 4977pb, est le plus souvent observée, ainsi nommée 
« délétion commune » (Hsieh et al., 1994). 
 
f. Les changements de l’expression génique associés à la sénescence 
Une modification de l’expression génique est observée dans les cellules sénescentes. 
Parmi les gènes dont l’expression est diminuée, on retrouve les gènes impliqués dans la 
progression du cycle cellulaire tels que « proliferative cell nuclear antigen » (PCNA) ou 
encore les cyclines A et B (Campisi and d'Adda di Fagagna, 2007). 
De plus, une surexpression des gènes impliqués dans la régulation du cycle cellulaire, dans 
l’organisation du cytosquelette, dans le métabolisme ou encore dans l’inflammation est 
également observée. L’exemple le mieux connu est la surexpression de p16
 INK4A






Figure I.23 : Effet du SASP (senescence associated secretory phenotype) sur les cellules sénescentes et leur 
microenvironement. Les facteurs sécrétés par le phénotype du SASP ont des effets autocrines sur les cellules 
sénescentes en induisant la clairance des cellules sénescentes, par les cellules "Natural Killer", et en renforçant 
l'arrêt du cycle cellulaire. De manière paracrine, les facteurs influencent l’augmentation de la prolifération et 
favorisent l'invasion de cellules néoplasiques et stimulent l'angiogenèse. De plus, le SASP mène à un déclin des 









, deux CDKI aboutissant à l’arrêt du cycle cellulaire (Toussaint et al., 2000). Une 
augmentation de l’expression du gène de la fibronectine 1 (FN1), de l’apolipoprotéine J 
(ApoJ), des métalloprotéinases (MMP1, MMP3, MMP9) ou encore des cytokines (IL-6 et IL-
8) peut aussi être citée. La FN1 est une protéine de la matrice extracellulaire, qui joue un rôle 
dans l’adhésion cellulaire, dans l’organisation du cytosquelette ou encore dans la médiation 
des signaux mitogènes extracellulaires (Toussaint et al., 2000). La surexpression de FN1 
pourrait jouer un rôle dans les changements de morphologie observés chez des fibroblastes 
sénescents (Kumazaki et al., 1993). L’ApoJ, est une glycoprotéine exprimée dans de 
nombreux tissus où on lui associe une fonction de protéine chaperonne. Les 
métalloprotéinases sont des enzymes de la matrice extracellulaire capables de dégrader tous 
les composants de la MEC. Leur surexpression lors de la sénescence explique la 
réorganisation de la MEC (Linskens et al., 1995). Finalement, une surexpression de cytokines 
tels que IL-6 et IL-8, permet entre autre de renforcer le phénotype sénescent des cellules et 
l’arrêt du cycle cellulaire. En effet, ces facteurs semblent agir de manière autocrine sur les 
cellules et coopérer avec les suppresseurs de tumeur p53 et pRB. Ces facteurs font partie du 
phénotype sécrétoire associé à la sénescence (Coppe et al., 2010).  
 
g. Le phénotype sécrétoire associé à la sénescence (SASP) 
Le SASP est une propriété observée dans des cellules sénescentes. En effet, il a été observé, 
qu’en sénescence, les cellules présentent des modifications dans la sécrétion de certains 
facteurs.  
Parmi les facteurs du SASP, on retrouve des cytokines pro-inflammatoires (IL-6 ou IL-8), des 
facteurs de croissance (IGF ou VEGF), des protéases (MMPs) ainsi que des composants de la 
matrice extracellulaire (FN1). Ces facteurs sécrétés agissent de manière auto- et paracrine et 
ont des effets bénéfiques ou néfastes sur les cellules voisines et le microenvironnement 
(Figure I.23) (van Deursen, 2014). 
De manière autocrine, le renforcement de l’arrêt du cycle cellulaire peut être cité. En effet, les 
cytokines telles que IL-6 et IL-8 peuvent mener à l’activation des cascades de signalisation 




/pRB (Freund et al., 2010). 
En outre, les facteurs sécrétés peuvent agir de manière paracrine et induire des effets 
bénéfiques ou néfastes.  
Parmi les effets bénéfiques, le SASP permet une cicatrisation optimale. Lors de la réparation 
d’une blessure, la fibrose au sein de la blessure est évitée. En effet, les protéases sécrétées 
permettent une dégradation du surplus de MEC limitant ainsi la fibrose (Jun and Lau, 2010). 
De plus, le SASP peut induire l’infiltration de lymphocytes « natural killer ». Ces derniers 
stimulent la destruction des cellules sénescentes ayant pour but de les éliminer de 
l’environnement (Krizhanovsky et al., 2008). 
Parmi les effets néfastes, l’activation du système immunitaire et la stimulation de la 
croissance de cellules précancéreuses et cancéreuses de l’entourage peuvent être citées 
(Campisi et al., 2011). En effet, la sécrétion des cytokines pro-inflammatoires (IL-6 ou IL-8) 
induit une inflammation chronique faible. Ceci mène à un déclin fonctionnel du système 
immunitaire adaptif réduisant la réponse du système immunitaire avec l’âge (Freund et al., 
2010). Pour la croissance de cellules précancéreuses et cancéreuses, certains facteurs 
induisent une transition épithélio - mésenchymateuse. Par exemple GRO, un facteur mitotique 
robuste pour des cellules épithéliales prémalignes, cause la croissance des tumeurs (Krtolica 
et al., 2011). Par ailleurs, VEGF favorise la vascularisation des tumeurs (Krtolica et al., 2001, 
Coppe et al., 2006). De plus, les protéases entrainent la destruction du tissu environnant par 
une perte de la fonction de soutien de celui-ci, (Liu and Hornsby, 2007). Il en résulte que la 





En ce qui concerne l’établissement du phénotype sécrétoire, il a été observé que l’activation 
de la DDR est nécessaire à l’apparition du SASP (Coppe et al., 2010). De plus, les cellules 
devenues sénescentes par la voie p16
INK4A
/pRB mais ne présentant pas de dommages à l’ADN 
n’expriment pas le SASP. Ceci montre l’importance de la voie pour l’établissement du SASP 
(Coppe et al., 2010). 
Finalement, le SASP pourrait d’être impliqué dans différentes maladies liées à l’âge (Coppe et 
al., 2010). Par exemple, le SASP observé chez les astrocytes pourrait être à l’origine de la 
neurodégénération observée dans les maladies d’Alzheimer ou de Parkinson (Bitto et al., 
2010). Une inflammation chronique souvent liée à l’apparition du SASP est associée de 
manière générale à plusieurs maladies liées à l’âge tels que le cancer ou encore 







La sénescence apparait comme une réponse cellulaire à de nombreux stress de sources endo- 
et exogène. Cependant, la sénescence est principalement étudiée sur des fibroblastes, type 
cellulaire historique, puisque Hayflick et Moorhead ont observé pour la première fois la 
sénescence au sein d’un fibroblaste. Elle est donc peu étudiée sur d’autres types cellulaires 
comme les kératinocytes. Ceux-ci sont pourtant le principal constituant cellulaire de la peau, 
qui est soumises à des stress environnementaux tels que l’exposition aux rayons solaires dont 
font partie les rayons UVB.  
 
Le but de ce mémoire est de caractériser la sénescence des kératinocytes normaux humains 
(KC). L’objectif principal sera d’investiguer les voies de signalisation impliquées dans 
l’apparition prématurée de la sénescence induite par les UVB (SIPS-UVB). 
 
Dans une première partie, la présence de différents biomarqueurs de la sénescence seront 
étudiés dans deux modèles de sénescence: la sénescence réplication (SR) et la sénescence 
induite par les stress UVB (SIPS-UVB).  
Les biomarqueurs étudiées sont le changement de morphologie cellulaire, l’augmentation du 
pourcentage des cellules positives à l’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence 
(SA-βgal), les changements d’expression de gènes associés à la sénescence et l’arrêt du cycle 
cellulaire. 
 
Dans une seconde partie,. les voies de signalisation pouvant être impliquées dans l’apparition 
du phénotype sénescent induit par les SIPS-UVB seront étudiées. Pour ce faire la détection à 
long terme des dommages à l’ADN et à l’activation de la voie DDR (DNA Damage Repair) 
sera investiguée. De plus nous nous intéresseront à la présence de radicaux libres et à 







Tableau II.1 : Matériel nécessaire à l’extraction des kératinocytes humains normaux à partir de 
biopsies de peau 
 
 
Nom Firme, pays 
Milieu Leibowitz L15 (500 ml) 
Mix antibiotiques et antimycotiques (5 ml) 




PBS stérile Lonza, Suisse 
Ethanol  Acros Organics, USA 
Dispase II 
Péniciline - streptomycine 1%  
Roche Applied Science, Suisse 
Gibco, USA 
Trypsine + 0,05% EDTA Gibco, USA 
PBS + 10% sérum 
- PBS stérile  
- Sérum de bovin foetal 
Lonza, Suisse 
Gibco, USA 
Tamis cellulaire (porosité de 70 μm) Greiner Bio-One, Autriche 
Centrifugeuse Eppendorf, Allemagne 
Milieu de culture complet (500 ml) 
- keratinocytes serum – free medium (K-SFM) 
- facteur de croissance épidermique recombinant 
humain (2,5 μg/500 ml) 





Boites de cultures T75 Greiner Bio One, Autriche 
 
  




I. Culture cellulaire 
 
Le type cellulaire utilisé durant ce mémoire est le kératinocyte humain normal (NHK), isolé à 
partir de prépuce de donneurs jeunes (âgés de 1 à 6 ans). Les biopsies proviennent de la 
clinique Saint Luc de Bouge, et la procédure d’isolation des NHKs est approuvée par le 
comité éthique de la clinique Saint Luc de Bouge.  





Les biopsies, conservées dans du milieu Leibowitz L15 agrémenté d’antibiotiques et 
antimycotiques, sont débarrassées de leur tissu adipeux, et découpées en morceaux d’environ 
5 mm
2
. Ces morceaux sont ensuite rincés successivement dans trois bains : phosphate buffer 
saline (PBS) stérile - éthanol 70% - PBS stérile, puis incubés dans 7 ml de dispase II 
agrémentée de 1% de pénicilline-streptomycine. 
Après une incubation overnight à 37°C, l’épiderme est séparé du derme, et incubé durant 20 
minutes dans 10 ml de trypsine + 0,05% EDTA. Afin d’éviter une agglomération des 
épidermes, l’échantillon est agité toutes les 5 minutes d’incubation. L’action de la trypsine est 
ensuite inhibée par l’ajout de 10 ml de PBS + 10% de sérum de bovin fœtal (FBS). 
L’échantillon est homogénéisé par passages successifs dans une pipette de 5 ml, et passé sur 
un tamis cellulaire (porosité de 70 µm), préalablement placé sur un tube contenant 10 ml de 
PBS + 10% FBS. Le tamis est ensuite rincé avec 10 ml de PBS + 10% FBS. La suspension 
cellulaire est centrifugée 8 minutes à 1 200 rpm (centrifuge 5702, Eppendorf, Germany, 
Rotor : 5702/R). Le culot de cellules est resuspendu dans 15 ml de milieu de culture 
Kératinocyte-Serum Free Medium (K-SFM) complémenté avec de l’extrait pituitaire bovin 
(25 mg/ 500 ml) et du facteur de croissance épidermique recombinant humain (rEGF) (2,5 µg/ 
500 ml). Les cellules sont maintenues en culture en boites T75 dans un incubateur à 37°C, à 
95% d’humidité et à 5% de CO2.  




Les NHKs sont repiqués lorqu’ils atteignent 80% de confluence. L’ancien milieu de culture 
est décanté et 2 ml de trypsine + EDTA sont ajoutés par T75 (1 ml par T25). Les boites sont 
placées pendant quelques minutes dans une étuve sèche à 37°C. Lorsque toutes les cellules 
sont détachées, 10 ml de PBS + 10% FBS sont ajoutés afin d’inhiber l’action de la trypsine. 
La solution est transvasée dans un tube et centrifugée durant 8 minutes à 1 200 rpm. Ensuite, 
le surnageant est décanté et le culot de cellules est resuspendu dans du milieu K-SFM complet.  
En culture de routine, la suspension est distribuée dans deux nouvelles boites de culture T75 
et du milieu est rajouté jusqu'à obtenir 15 ml par boites avant de placer celles-ci dans un 
 
Tableau II.2 : Matériel nécessaire à la culture cellulaire 
 
Nom Firme, pays 
Trypsine + 0,05% EDTA Gibco, USA 
PBS + 10% sérum 
- PBS stérile  
- Sérum de bovin foetal 
Lonza, Suisse 
Gibco, USA 
Centrifugeuse Eppendorf, Allemagne 
Milieu de culture complet (500 ml) 
- keratinocytes serum – free medium (K-SFM) 
- facteur de croissance épidermique recombinant 
humain (2,5 μg/500 ml) 





Cellule de Neubauer Marienfeld, Allemagne 
Bleu trypan Life Technologies, USA 
Boite de culture T25 ou T75 Greiner Bio-One, Autriche 
Plaque 6- puits, plaque 24- puits  Corning, USA 
Couvre-objets Assistent, Allemagne 
 
 
Tableau II.3 : Matériel nécessaire à l’exposition des cellules aux UVB 
 
Nom Firme, pays 
PBS stérile Lonza, Suisse 
Boite de Pétri Greiner Bio-One, Autriche 
Lampes Philips Narrowband TL20W/01 RS  Philips, Pays-Bas 
Radiomètre Vilber Lourmat, France 
Capteur UVB Vilber Lourmat, France 
Milieu de culture complet (500 ml) 
- keratinocytes serum – free medium (K-SFM) 
- facteur de croissance épidermique recombinant 
humain (2,5 μg/500 ml) 











incubateur à 37°C, à 95% d’humidité et à 5% de CO2. Ainsi, les cellules jeunes peuvent être 
cultivées jusqu'à atteindre la sénescence réplicative (aux environs du passage 12). Cependant, 
avant l’exposition aux UVB ou autres expériences, les cellules sont ensemencées dans des 
boites de cultures (T75, T25, plaques 6-puits, plaques 24-puits, sur couvre-objets) et à une 
confluence adaptée à l’expérience. 




Les cellules (en passage 6) sont repiquées, 72h avant les expositions, à la densité de 12 000 
cellules/cm
2
 pour les conditions UVB, et 8 500 cellules/cm
2
 pour les conditions contrôles. Si 
les expositions aux UVB se font sur couvre-objets, les cellules sont repiquées la veille du 
stress à 40 000 cellules par couvre-objet (ou 30 000 par couvre-objet pour les conditions 
contrôles aux temps 48h et 72h après les stress UVB). 
Avant d’exposer les cellules aux UVB, le milieu de culture est décanté et les cellules sont 
rincées deux fois au PBS stérile. Durant les stress, les cellules sont maintenues dans du PBS 
stérile. 3 ml de PBS sont rajoutés par boite T75 et 1 ml par T25. Pour les expositions aux 
UVB sur couvre-objets, ceux-ci sont placés dans une boite de Petri contenant 5 ml de PBS. 
Les cellules sont placées dans un caisson contenant trois lampes Philips Narrowband TL 
20W/01, installées à 30 cm au dessus des boites. Un radiomètre muni d’un capteur, également 
placé dans une boite, permet de mesurer exactement l’énergie émise par les rayons UVB. A la 
fin de l’exposition, la fine couche de PBS est décantée et remplacée par du milieu de culture 
frais. 
Pour la sénescence induite prématurément par des stress aux UVB (SIPS-UVB), les cellules 
sont exposées à 675 mJ/cm
2
 trois fois par jour à intervalle de trois heures. Les cellules 
exposées à un seul stress fort, sont soumises à 1 000 mJ/cm
2
 d’UVB. Les cellules contrôles 
sont également maintenues dans un volume identique de PBS, et conservées sous hotte durant 
les temps d’expositions. 
III. Détection de l’activité de la β-galactosidase associée à la 
sénescence 
 
La détection de l’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal) est un 
biomarqueur de sénescence couramment utilisé. Le test se base sur la détection de l’activité 
de l’enzyme lysosomale β-galactosidase (β-gal) à un pH suboptimal de 6,0 alors que cette 
enzyme possède une activité optimale à pH 4,0. Due à une surexpression de son gène d’une 
part et à une augmentation de la biogenèse des lysosomes d’autre part, cette enzyme est 
surabondante chez les cellules sénescentes.  
Pour déterminer la proportion de cellules sénescentes au sein d’une population, les cellules 
sont incubées avec une solution de coloration à pH 6,0 contenant du X-gal. L’enzyme β-gal 
est capable de cliver le X-gal en générant un composé de couleur bleue. 
 
 
Tableau II.4 : Matériel nécessaire à la détection de l’activité β-galactosidase associée à la 
sénescence 
 
Nom Firme, pays 
PBS (1 l) 
- 9 g NaCl 
- 20 ml de tampon phosphate 0,5 M pH 7,4 
- Eau milliQ 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Solution de fixation (1 l) 
- 2% formaldéhyde 
- 0,2% glutaraldéhyde 
- PBS 
Carlo Erba Reagents, Italie 
Merck Millipore, USA 
  
Solution de coloration (7 ml) 
- 1,4 ml tampon phosphate pH 6  
- 350 μl ferrocyanure de potassium 0,1 M 
- 350 μl ferricyanure de potassium 0,1 M 
- 840 μl NaCl 2,5 M 
- 14 μl MgCl2 1 M 
- 3,7 ml eau milliQ 
- 7 mg X-gal  
- 350 μl N,N-diméthylformamide 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 





Méthanol Acros Organics, USA 
 
 
Tableau II.5 : Matériel nécessaire à la lyse cellulaire et l’extraction d’ARN 
 
Nom Firme, pays 
Sodium dodécylsulfate 1% (à partir d’une solution 10%) Merck Millipore, USA 
PBS (1 l) 
- 9 g NaCl 
- 20 ml de tampon phosphate 0,5 M pH 7,4 
- Eau milliQ 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Grattoir  TPP, Suisse 
RNeasy Mini Kit Qiagen, Germany 
Qiacube Qiagen, Germany 
Spectrophotomètre Nanodrop ND-1000 Qiagen, Germany 
  







Lorsque les cellules arrivent en sénescence réplicative ou 48h après la dernière exposition aux 
UVB, elles sont repiquées dans du milieu de culture K-SFM complet à une densité de 12 000 
cellules par puits dans une plaque 6 puits. 
Le lendemain, le milieu est décanté et les cellules sont rincées deux fois au PBS. Elles sont 
ensuite fixées 5 minutes avec une solution de fixation, puis rincées deux fois au PBS. Les 
cellules sont finalement incubées avec la solution de coloration contenant le X-gal durant 16 
heures en chambre chaude (37°C et 0,03% de CO2) et à l’abri de la lumière comme décrit par 
Dirmi et al. (Dimri et al., 1995). 
Après incubation, la solution de coloration est décantée. Les cellules sont rincées deux fois au 
PBS et une fois au méthanol avant d’être séchées quelques minutes à l’air libre. 
La proportion de cellules positives à la SA-βgal est déterminée par le rapport entre les cellules 
positives et les cellules totales, en comptant 400 cellules par puits et 3 puits par condition. 
IV. Extraction d’ARN, rétro-transcription et PCR en temps réel 
 
La PCR en temps réel (real-time polymerase chain reaction), permet l’étude de la variation 
d’expression génique entre différentes conditions expérimentales, en quantifiant l’abondance 
relative d’ARNm. Après isolation de l’ARN total, la rétro-transcription permet la synthèse 
d’ADNc à partir d’ARNm grâce à l’utilisation d’une polymérase ARN dépendante, et 
d’amorces polyT. Lors de la PCR, le SYBRGreen, un agent intercallant fluorescent, s’insinue 
dans les ADN double brin en cours de synthèse (ciblés grâce à des amorces spécifiques), 
permettant une future quantification de l’abondance des transcrits d’intérêt.  




Lorsque les cellules arrivent en sénescence réplicative ou aux différents temps après la 
dernière exposition aux UVB, les extractions d’ARN total sont réalisées à l’aide du RNeasy 
Mini Kit et du QIAcube de chez QIAgen. Les manipulations sont réalisées en conditions 
RNase-free (voir ci-dessous) et suivant les instructions du fabriquant. Le programme utilisé 
dépend du nombre de cellules de départ. Ainsi, le programme RNeasy Mini Kit « large 
sample » + DNAse digest est utilisé pour extraire l’ARN de cellules d’une boite de culture 
T75 et le programme RNeasy Mini Kit « standard » + DNAse digest lorsque l’extraction se 
fait à partir d’une T25. La dégradation de l’ARN, molécule non stable, par des enzymes telles 
que les RNases doit impérativement être écartée. Pour éviter la présence des RNases, une 
palliasse RNase-free est préparée en la nettoyant, ainsi que le matériel utilisé, avec une 
solution de sodium dodécylsulfate 1% (SDS). 
Après cette étape de préparation, le milieu de culture est décanté et les cellules sont rincées au 
PBS. Les cellules sont lysées avec 600 µl par T75 ou 350 µl par T25 de tampon d’extraction 
RLT. Les cellules sont détachées à l’aide d’un grattoir, et le lysat est récupéré dans un tube de 
récolte de 2 ml avant extraction par le QIAcube. La concentration et la qualité de l’extrait 
 
Tableau II.6 : Matériel nécessaire à la rétro-transcription 
 
Nom Firme, pays 
Transcriptor First Strand cDNA Synthesis Kit Roche Life Science, Suisse 
 
 
Tableau II.7 : Matériel nécessaire à la PCR en temps réel 
 
Nom Firme, pays 
Plaque 96 puits Greiner Bio-One, Autriche 
Eau milliQ  
SYBR Select Master Mix Applied Biosystems, USA 
Centrifugeuse Thermo Scientific, USA 
StepOne Plus Applied Biosystems, USA 




Tableau II.8 : Amorces utilisées lors de la PCR en temps réel 
 
Gène Abréviation Amorce sense Amorce anti-sense 
Apolipoprotéine J Apo J GGA TGA AGG ACC 
AGT GTG ACA AG 
CAG CGA CCT GGA 
GGG ATT C 
Fibronectine FN 1 TGT GGT TGC CTT 
GCA CGA T 
GCT TGT GGG TGT 




GAPDH ACC CAC TCC ACC 
TTT GAC  
GTC CAC CAC CCT 
GTT GCT GTA 
Metalloprotéinase 9 MMP 9 CCTTCC TTA TCG 
CCG ACA AGT 






 GCC CAA CGC ACC 
GAA TAG T 
CGC TGA CAA TCA 





 CTG GAG ACT CTC 
AGG GTC GAA 
CCA GGA CTG CAG 
GCT TCC T 
protéine ribosomal 
L13a 
RPL 13a GCC TAC AAG AAA 
GTT TGC CTA 
TGA GCT GTT TCT 
TCT TCC GGT 
 
  




d’ARN total sont déterminées par une lecture d’absorbance à 260 nm, à l’aide d’un 





La transcription inverse est réalisée à l’aide du « Transcriptor first strand cDNA synthesis 
kit » selon les recommandations du fabriquant. En conditions RNase-free, 2 µg d’ARN totaux 
sont engagés par réaction, dans un volume final de 12 µl atteind grâce à l’ajout d’eau 
« RNase-free ». Ensuite, 1 µl d’oligo dT est ajouté par échantillon et la réaction d’hybridation 
des amorces aux transcrits est réalisée par une incubation de 10 minutes à 65°C. Un mélange 
réactionnel contenant 2 µl de déoxynucléotides, 0,5 µl d’enzyme reverse transcriptase, 0,5 µl 
d’anti-RNases et 4 µl de tampon de reverse transcription 5x est ensuite ajouté par échantillon, 
suivi d’une incubation de 30 minutes à 55°C permettant la synthèse d’ADNc. La réaction est 
stoppée en plaçant les échantillons sur glace et l’enzyme est dénaturée à la suite d’une 
dernière incubation de 5 minutes à 95°C. Les échantillons d’ADNc sont stockés à -20°C. 




La PCR en temps réel est effectuée en plaque 96 puits, avec l’ADNc obtenu par rétro-
transcription. Afin d’obtenir une concentration finale de 5 ng, l’ADNc est dilué 100 fois dans 
de l’eau milliQ, et 5 µl sont introduits par puits. Un mélange réactionnel est préparé 
contentant respectivement 2,5 µl d’amorces sens et anti-sens à une concentration finale de 
300 nM (référenciées dans le tableau II.8), 12,5 µl de SYBR Select Master Mix 1x et 2,5 µl 
d’eau milliQ. 20 µl de mélange réactionnel sont ajoutés aux 5 ng d’ADNc. Chaque 
échantillon est testé en duplicata. Pour éviter une évaporation, la plaque est scellée par un 
papier adhésif. Elle est centrifugée une minute à 600 rpm (Centra CL3R, Thermo IEC, Rotor : 
IEC 243) et introduite dans la machine à PCR StepOnePlus. Les amplifications sont 
effectuées par le programme suivant : une étape de dénaturation de 5 minutes à 95°C suivie 
de 40 cycles de 15 secondes à 95°C (dénaturation) et une minute à 60°C (hybridation des 
amorces et élongation). Les données obtenues sont analysées par l’intermédiaire du 
programme « thermal cycler software ». L’abondance relative des transcrits est déterminée en 
appliquant la différence des Ct (Schefe et al., 2006) et en normalisant avec le gène de 
référence GAPDH, dont l’expression n’est pas modifiée dans nos conditions expérimentales. 
V. Extraction de protéines, dosage protéique et Western Blot  
 
Le Western Blot (WB) permet de détecter et de quantifier l’abondance de protéines présentes 
dans un lysat cellulaire. Les protéines, préalablement dénaturées, sont séparées sur un gel de 
polyacrylamide SDS-page. Les conditions dénaturantes utilisées permettent une séparation 
des protéines uniquement en fonction du poids moléculaire. Les protéines sont ensuite 
 
Tableau II.9 : Matériel nécessaire à la lyse cellulaire et l’extraction de protéines 
 
Nom Firme, pays 
PBS (1 l) 
- 9 g NaCl 
- 20 ml de tampon phosphate 0,5 M pH 7,4 
- Eau milliQ 
 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Tampon de lyse DLA (25 ml, pH 8,5) 
- 3,8 g Urée 7M 
- 10,5 g Thiourée 2M 
- 0,5 g Chaps 2% 
- 0,5g ASB 14 2% 
- 91g Tris 30mM 
 
Merck Millipore, USA 
Sigma-Aldrich, USA  
Sigma-Aldrich, USA  
Sigma-Aldrich, USA  
MP Biomedicals, USA 
Grattoir TPP, Suisse 
Sonificateur Hielscher, Allemagne 
Thermomixer Eppendorf, Germany 
Centrifugeuse Eppendorf, Allemagne 
 
 
Tableau II.10: Matériel nécessaire au dosage protéique 
 
Nom Firme, pays 
Plaque 96 puits Greiner Bio-One, Autriche 
Eau milliQ  
Albumine serique bovine (BSA) 2 μg/μL Santa Cruz Biotechnology, USA 
Pierce 660 Protein Assay Thermo Scientific, USA 
«Ion detergent compatibility reagent » Thermo Scientific, USA 
Mark Microplate Spectrophotometer Bio-Rad, USA 
Logiciel « Microplate Manager 6 software » Bio-Rad, USA 
 
  




transférées sur une membrane de polyvinylidène fluoride (PVDF). Cette membrane est mise 
en contact avec des anticorps dirigés contre les protéines d’intérêt. La révélation de ces 
protéines est finalement permise par l’utilisation d’un second anticorps couplé à un 
fluorochrome, reconnaissant l’anticorps primaire. L’intensité de fluorescence émise permet  la 
détection et la quantification relative de l’abondance des protéines d’intérêt entre les 
conditions expérimentales. 




Dans un premier temps, lorsque les cellules arrivent à sénescence réplicative ou aux différents 
temps après la dernière exposition aux UVB, les cellules peuvent être lysées et les protéines 
extraites. Le milieu de culture est décanté et les cellules sont rincées au PBS. 150 µl du 
tampon d’extraction DLA (composition référenciée dans le Tableau II.9) sont ajoutés par T75, 
ou 50 µl par T25. Les cellules sont raclées à l’aide d’un grattoir et le lysat est récupéré dans 
un eppendorf. Le lysat est ensuite soniqué trois fois 10 secondes pour briser la chromatine, 
puis mixé durant 15 minutes à 12°C dans un Thermomixer. Afin d’éliminer les débris 
cellulaires, le lysat est centrifugé 10 minutes à 13 000 rpm (centrifuge 5415 D, Eppendorf, 
Germany, Rotor : F45-24-11). Le surnageant contenant les protéines est stocké à -80°C. Un 
aliquot de 10 µl est également préparé pour le dosage protéique. 




La concentration en protéines du lysat cellulaire est déterminée par utilisation de la méthode 
de Pierce 660 nm. Le Pierce est un composé métal-sonde qui, en condition acide, se lie aux 
protéines, principalement au niveau des acides aminés basiques. Lié, le complexe présente un 
shift d’absorbance mesurable à 660 nm, passant du brun au bleu-vert. L’intensité de la 
coloration est proportionnelle à la quantité des protéines présentes dans le lysat. La 
concentration en protéines est déterminée par mesure de l’absorbance et en se basant sur 
l’absorbance d’un échantillon à concentration connue.  
Le dosage se fait en plaque 96 puits et les mesures sont faites en duplicata. 9 µl d’eau milliQ 
et 1 µl d’échantillon à doser sont déposés par puits. Pour la réalisation de la droite 
d’étalonnage, nous utilisons de l’albumine serique bovine (BSA) de concentration stock 
connues (2 µg/ µl) diluée de 0 à 10 µg (0, 1, 2,5, 5, 7,5, et 10 µg). Un « blanc » composé de 1 
µl de tampon de lyse DLA et 9 µl d’eau milliQ est également préparé. 150 µl de réactif de 
Pierce auquel a préalablement été ajouté du ion detergent compatibility reagent (IDCR) sont 
ensuite déposés par puits. Après 5 minutes d’incubation, la réaction colorimétrique se stabilise 
et l’absorbance est lue au spectrophotomètre à une longueur d’onde de 660 nm. 
 
Tableau II.11 : Matériel nécessaire au Western Blot 
Nom Firme, pays 
Eau milliQ  
Bleu de charge 5x (17,5 ml) 
- 5 ml Tris HCl 0,5 M pH 6,8 
- 5 ml SDS 20% 
- 2,5 ml β-mercaptoéthanol 
- 5 ml glycérol 85% 
- 8,75 mg bleu de bromophénol 
 
Merck Millipore, USA 
MP Biomedicals, USA 
Fluka, USA 
Merck Millipore, USA 
GE Healthcare, UK 
Centrifugeuse Eppendorf, Germany 
Gels précoulés Mini-PROTEAN TGX, 15 puits, 12% ou 4-
20 % polyacrylamide (et cuve associée) 
Bio-Rad, USA 
Tampon de migration 10x (1 l, pH entre 8,4 et 8,8) 
- 30 g Tris 
- 144 g glycine 
- 10 g SDS 
- Eau milliQ 
 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
MP Biomedicals, USA 
 
See Blue Plus 2 protein standard 
Novex, USA 
HiMark Pre-stained, HMW protein standard Invitrogen, USA 
Membrane de PVDF 
Immobilon-FL, Merck Millipore, 
USA 
Méthanol Acros Organics, USA 
Tampon de transfert liquide (1 l, pH 8,3) 
- 3,05 g Tris 
- 8,7 g glycine 
- Eau milliQ 
- 200 ml méthanol 
 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Acros Organics, USA 
PBS (1 l) 
- 9 g NaCl 
- 20 ml de tampon phosphate 0,5 M pH 7,4 
- Eau milliQ 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Solution bloquante Licor LI-COR, USA 
Tween20 Bio-Rad, USA 
Scanner Odyssey 
LI-COR, USA 
Logiciel « odyssey V3.0 » 
LI-COR, USA 
  








Les échantillons protéiques sont dilués afin d’obtenir une quantité de 15 ou 20 µg de protéines 
totales dans un volume final de 12 µl. Sous hotte chimique, 3 µl de bleu de charge concentré 
5x (composition référenciée dans le tableau II.11) sont ajoutés au mélange. Les échantillons 
sont portés à 100°C pendant 5 minutes, permettant, avec la présence du β-mercaptoéthanol, la 
dénaturation des protéines. Les échantillons sont ensuite centrifugés durant 10 minutes à 13 
000 rpm (Minispin, Eppendorf, Germany, Rotor : F45-12-11). 15 µl d’échantillon (5 µl 
d’étalon de poids moléculaire), sont chargés par puits sur gels pré-coulés de poly-acrylamide 
4-20%. La cuve est remplie avec du tampon de migration et soumise à un courant de 70 Volt 
pendant 45 minutes suivies de 45 minutes à 140 Volt. La migration est arrêtée lorsque le bleu 
de bromophénol arrive en fin de migration.  
Les membranes utilisées pour les transferts des protéines sont des membranes PVDF 
(polyvinylidène fluoride). Avant utilisation, la membrane est activée dans du méthanol durant 
une minute puis rincée durant 10 minutes dans du tampon de transfert. Une fois la migration 
finie, le gel est placé en « sandwich », sur la membrane PVDF, entre 4 papiers wattman et 2 
éponges. Les éponges et les papiers Wattman ont préalablement été humidifiés dans du 
tampon de transfert froid. Le montage est placé dans une cuve de transfert remplie de tampon 
de transfert froid. Les protéines sont transférées du gel vers la membrane sous un voltage de 
70 Volt durant 2 heures. Après le transfert, la membrane est bloquée à température ambiante 
durant 1 heure dans du PBS-Licor (50% - 50%). La membrane est incubée overnight à 4°C 
avec l’anticorps primaire (référenciés dans le tableau II.12) dirigé contre la protéine d’intérêt 
et dilué dans du Licor-Tween20 0,1%. La membrane est ensuite rincée 4 fois durant 5 minutes 
avec du PBS-Tween20 0,1%. La membrane est incubée avec l’anticorps secondaire 
(référenciés dans le tableau II.12) durant une heure à température ambiante. La membrane est 
rincée quatre fois durant 5 minutes avec du PBS-Tween20 0,1% et deux fois avec du PBS, 
avant d’être séchée entre deux papiers Wattman pendant 30 minutes. 
La révélation des anticorps se fait au scanner Odyssey, et le logiciel Odyssey V3.0 est utilisé 
pour quantifier l’abondance relative des protéines. Le contrôle de charge utilisé est soit la 
tubuline soit l’actine. 
VI. Immunofluorescence 
 
L’immunofluorescence permet la visualisation de protéines (ou d’autres molécules) d’intérêt 
au sein de cellules, via l’utilisation d’anticorps couplés à des fluorochromes. Après fixation et 
perméabilisation des cellules, le marquage se fait par utilisation de deux anticorps. Le premier 
anticorps, l’anticorps primaire, est non fluorescent et permet de marquer l’antigène cible au 
sein de la cellule. Ensuite, l’anticorps secondaire, couplé au fluorochrome, est dirigé contre 
l’anticorps primaire. La visualisation se fait par microscopie confocal. En excitant le 
fluorochrome de l’anticorps secondaire, celui-ci réémet un rayon lumineux qui peut être capté 
par le microscope.  
 
 





Clonalité Source Dilution Firme Référence 
ATM 350 kDa monoclonal souris 1 :4 000 GeneTex  GTX70103 
ATR 300 kDa monoclonal souris  1 :1 000 GeneTex GTX70109 
BRCA 220 kDa polyclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#9010 
CHK1 56 kDa  monoclonal souris  1 : 1 000 Cell Signaling 
Technology 
#2360 
CHK 2 62 kDa polyclonal rabbit 1 :2 000 Cell Signaling 
Technology 
#2662 
P-ATM 350 kDa monoclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#5883 
P-ATR 300 kDa polyclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#2853 
P-BRCA 220 kDa polyclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#9009 
P-CHK1 56 kDa monoclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#2348 
P-CHK2 62 kDa monoclonal rabbit 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#2197 










 21 kDa monoclonal souris 1 :1 000 Cell Signaling 
Technology 
#2946 
p53 53 kDa monoclonal souris 1 :1 000 Millipore #05-224 
β-actine 42 kDa monoclonal souris 1 :20 000 Sigma Aldrich A5441 
























Tableau II.13 : Matériel nécessaire à l’immunofluorescence 
 
Nom Firme, pays 
PBS (1 l) 
- 9 g NaCl 
- 20 ml de tampon phosphate 0,5 M pH 7,4 
- Eau milliQ 
Merck Millipore, USA 
Merck Millipore, USA 
 
Paraformaldéhyde Merck Millipore, USA 
Méthanol Acros Organics, USA 
Acétone Merck Millipore, USA 
Triton X100 Sigma-Aldrich, USA 
BSA Santa Cruz Biotechnology, USA 
Hoechst Molecular Probes, USA 
TO-PRO-3 Molecular Probes, USA 
RNAse Sigma, USA 
Lames porte-objets VWR, USA 
Mowiol Sigma-Aldrich, USA 
Microscope confocal Leica, Allemagne 
HCl 2M Merck Millipore, USA 




Tableau II.14: Anticorps utilisés en immunofluorescence 
 
Anticorps Clonalité Source Dilution Fixation Firme  Réference 
(6-4)PP monoclonal souris 1 :300 PFA Cosmo  
Bio Co 
NMDND002 
CPD monoclonal souris 1 :300 PFA Cosmo  
Bio Co 
NMDND001 
KI-67 polyclonal souris 1 :800 PFA Cell Signaling 
Technology 
#9449 
Nrf 2 polyclonal lapin 1 :50 PFA Santa Cruz 
Biotechnology 
SC-13032 
P-ATM monoclonal lapin 1 :100 PFA Cell Signaling 
Technology 
#5883 
P-ATR polyclonal lapin 1 :100 PFA Cell Signaling 
Technology 
#2853 
P-BRCA polyclonal lapin 1 :100 PFA Cell Signaling 
Technology 
#9009 
P-CHK1 monoclonal lapin 1 :100 PFA Cell Signaling 
Technology 
#2348 
P-CHK2 monoclonal lapin 1 :100 PFA Cell Signaling 
Technology 
#2197 
P-H2AX monoclonal lapin 1 :300 PFA Cell Signaling 
Technology 
#9718 










 monoclonal lapin 1 :400 PFA Cell Signaling 
Technology 
#2947 








































A 24 heures avant la manipulation, les cellules sont repiquées à 40 000 cellules par couvre-
objet (ou 24h avant stress UVB, si celui-ci est réalisé directement sur couvre-objets). Pour 
fixer les cellules (1h, 24h, 48h et 72h après la dernière exposition aux UVB), le milieu de 
culture est décanté et 300 µl de PBS + 4% paraformaldéhyde (PFA) ou de méthanol-acétone 
(80%-20%) sont ajoutés durant 10 minutes. Les cellules fixées sont rincées trois fois au PBS. 
Dans le cas d’une fixation à la PFA, une étape supplémentaire de perméabilisation avec du 
PBS + 1% TritonX-100 durant 5 minutes est effectuée, suivi de 3 rinçages au PBS. Pour 
éviter un marquage aspécifique par l’anticorps primaire, les couvre-objets sont lavés trois fois 
10 minutes au PBS + 3% de Bovin serum albumine (BSA). Une chambre humide est préparée, 
constituée d’un papier Wattman humidifié recouvert de parafilm. 30 µl d’anticorps primaire 
(référenciés dans le tableau III.14) dilué dans du PBS + 3% BSA à la dilution adéquate sont 
déposés sur le parafilm. Les couvre-objets sont mis en contact de ces anticorps. La chambre 
humide est scellée par du parafilm et l’incubation se fait overnight à 4°C. 
Le lendemain, les cellules sont rincées trois fois avec du PBS + 3% BSA. Une chambre 
humide est préparée et 30 µl d’anticorps secondaire (référenciés dans le Tableau II.14) dilué 
1000 fois dans du PBS + 3% BSA y sont déposés. Les couvre-objets sont mis en contact et 
incubés durant une heure à température ambiante et à l’abri de la lumière. Les cellules sont 
rincées trois fois au PBS. Les noyaux sont marqués avec 30 µl de TO-PRO3, préalablement 
dilué 80 fois dans de la RNase, durant 35 minutes dans une chambre humide, à température 
ambiante et à l’abri de la lumière. Finalement, les cellules sont rincées trois fois au PBS et les 
couvre-objets sont montés sur lames de microscope avec du Mowiol préchauffé à 60°C. Les 
lames peuvent être conservées à 4°C avant d’être observées au microscope confocal.  
Le marquage pour les CPDs et (6-4)PPs, requiert un traitement spécifique et une étape 
supplémentaire permettant la dénaturation de l’ADN cellulaire. Après la fixation à la PFA, les 
cellules sont perméabilisées 5 minutes dans du PBS + 0,5% TritonX100, puis les cellules sont 
incubées pour 30 minutes avec de l’HCl 2N. Le blocking se fait durant 30 minutes au PBS + 
20% FBS et les anticorps sont dilués dans du PBS + 5% FBS. Tous les rinçages se font au 
PBS sans ajout de BSA. 
VII. Mesure des ROS 
 
La méthode de cytométrie en flux (de l’anglais Fluorescence Activated Cell Sorter ou FACS), 
permet de caractériser les cellules au sein d’une population (ou autres particules) selon 
plusieurs critères (taille, granulosité, marquages,…). Pour ce faire, les cellules, sont envoyées 
de manière séparée à travers différents lasers. Sur base de la réémission du faisceau lumineux 
(par diffusion ou fluorescence), les cellules sont caractérisées.  
Durant ce mémoire, nous avons voulu analyser la production des radicaux libres de l’oxygène 
(de l’anglais reactif oxygen species ou ROS) produits au sein des cellules sénescentes suite 
aux expositions aux UVB. Une sonde fluorescente a été utilisée : le 5-(et-6)-chloromethyl-
2′,7′-dichlorodihydrofluorescein diacetate, acetyl ester (CM-H2DCF). Cette sonde reconnaît 
tous les types de ROS et n’est donc pas spécifique à une espèce. Au départ, la sonde se 
retrouve sous forme réduite et non fluorescente. Une fois qu’elle pénètre au sein des cellules, 
son groupement lipophilique est clivé par des estérases, séquestrant la sonde au sein des 
cellules. En présence des ROS spécifiques, la sonde est oxydée, la rendant ainsi fluorescente. 
 
Tableau II.15 : Matériel nécessaire pour la mesures des ROS par sonde DCF et FACS 
 
Nom Firme, pays 
Trypsine + 0,05% EDTA Gibco, USA 
PBS + 10% sérum 
- PBS stérile  
- Sérum de bovin foetal 
Lonza, Suisse 
Gibco, USA 
Centrifugeuse Eppendorf, Allemagne 
CM-H2DCF Life Technologies, USA 
SIN-1 Hydrochloride Invitrogen, USA 
Hanks’ Balanced Salt solution (HBSS) Gibco, USA 
 
  




Cette fluorescence émise est détectée par les faisceaux du FACS, permettant de séparer les 




A 48h après le dernier stress aux UVB, les cellules sont repiquées en plaque 6- puits à 200 
000 cellules par puits. 
Le lendemain, le milieu est décanté et les cellules sont rincées deux fois au PBS. Ensuite, 1 ml 
de trypsine + 0,05% EDTA est ajouté par puits et les cellules sont placées quelques minutes à 
37°C. Lorsque les cellules sont détachées, l’action de la trypsine est inhibée en ajoutant 2 ml 
de PBS + 10% FBS par puits. La solution est récupérée dans des tubes spécifiques au FACS. 
Les cellules sont centrifugées durant 8 minutes à 1 200 rpm. Les surnageants sont décantés et 
les culots resuspendus dans 100 μl de mix de sonde préalablement préparés. Pour les 
conditions tests, 1 μl de sonde CM-H2DCF est dilué dans 99 μl de Hanks’ Balanced Salt 
solution (HBSS) afin d’obtenir au final une concentration de 2,5 μM. Pour le contrôle négatif, 
seul 100 μl de HBSS sont ajoutés par tube. Pour les contrôles positifs, 5 μl de SIN-1 
Hydrochloride (libérant de l’acide nitrique en solution) sont ajoutés à 95 μl de mix de sonde 
préalablement préparés de façon à avoir au final une concentration de 0,5 mM en SIN-1 
Hydrochloride. Après l’ajout des mix, les tubes sont vortexés délicatement et incubés durant 
20 minutes à 37°C, à 5% de CO2 et à l’abri de la lumière. Puis, 500 μl de HBSS froid sont 
ajoutés par tube avant de les centrifuger durant 8 minutes à 1 200 rpm. Les culots sont 
resuspendus dans 500 μl de HBSS froid et centrifugés durant 8 minutes à 1 200 rpm. Les 
culots sont finalement resuspendus dans 500 μl de HBSS froid. Les tubes sont placés sur de la 
glace à l’abri de la lumière. La lecture aux FACS est effectuée en suivant les instructions du 
fabricant.  
VIII. Tests statistiques 
 
Les tests statistiques ont été effectués par un test ANOVA simple. Les tests pairés ont été faits 








Figure III.1: Représentation schématique du modèle de SIPS-UVB. Les kératinocytes (en passages 6) sont 
repiqués, 72h avant les expositions aux UVB. Au jour 1, ils sont exposés à 3 stress de 675 mJ/cm2 espacés de trois 





L’objectif principal de ce mémoire était d’investiguer les voies de signalisation impliquées 
dans l’apparition prématurée de la sénescence induite par les UVB chez les kératinocytes 
normaux humains (KC).  
Nous avons d’abord étudié la présence de différents biomarqueurs de la sénescence dans deux 
modèles de sénescence: la sénescence réplicative (SR) et la sénescence induite par les stress 
UVB (SIPS-UVB). La sénescence réplicative est obtenue après un nombre élevé de passages 
en culture (entre le passage 11 et le passage 15 suivant le donneur), alors que la sénescence 
induite prématurément par des stress UVB (SIPS-UVB) consiste en une exposition d’UVB à 
675 mJ/cm
2 
(UVB à spectre étroit: Narrow band UVB ou NB-UVB), répétée trois fois sur une 
journée, avec un intervalle de 3 heures (Figure III.1).  
Les biomarqueurs étudiés sont le changement de morphologie cellulaire, le pourcentage de 
cellules positives à l’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal), les 
changements d’expression de gènes associés à la sénescence et l’arrêt du cycle cellulaire. Les 
deux modèles induisant les mêmes biomarqueurs, nous nous sommes ensuite intéressés aux 
voies de signalisation pouvant être impliquées dans l’apparition du phénotype sénescent 
induit par la SIPS-UVB. Nous nous sommes intéressés à la détection à long terme des 
dommages à l’ADN et à l’activation de la voie DDR (DNA Damage Repair), ainsi qu’à la 
présence de radicaux libres et à l’activation de Nrf-2.  
I. Etude des biomarqueurs de la sénescence en SR et en SIPS-UVB  
1. Morphologie cellulaire sénescente 
 
Le changement de morphologie cellulaire est un biomarqueur facilement observable durant la 
sénescence. En effet, des études ont montré que les kératinocytes sénescents présentent une 
morphologie étalée et irrégulière ainsi qu’une augmentation de taille, en comparaison avec 
des kératinocytes jeunes. Cette augmentation est due à une augmentation du volume du 
cytoplasme et du nombre de vacuoles de dégradation (Kang et al., 2003, Kurz et al., 2000).  
Les micrographies présentées à la figure III.2 ont été prises tous les deux passages (P4, P6, 
P8, P10, P11, P12) pour la SR, et 72h après le dernier stress pour la SIPS-UVB (Figure III.2). 
 
Sur la figure III.2.A (SR), on observe qu’au fur et à mesure des passages, les cellules s’étalent 
de plus en plus et que leurs contours deviennent irréguliers. En effet, les cellules en passages 
précoces (P4 et P6) présentent une morphologie régulière et polygonale (10-20 µm de 
diamètre) typique des kératinocytes, alors que la morphologie des cellules en passages tardifs 
(P10 et P12) devient irrégulière et présente une taille plus importante, comme décrit par 
Soroka et al. (Soroka et al., 2008).  
 
Les micrographies de la figure III.2.B (SIPS-UVB), montrent que les cellules contrôles ont 
une morphologie identique à celle des cellules jeunes (régulière et polygonale). En revanche, 
les cellules exposées trois fois aux UVB, présentent une morphologie de forme irrégulière et 
une taille plus importante, mais sans atteindre la taille des cellules en sénescence réplicative.  
 
Ces résultats montrent que les kératinocytes en SR ou en SIPS-UVB présentent des 
modifications de morphologie spécifiques de la sénescence. Toutefois, ce biomarqueur n’est 
pas suffisant pour établir que les cellules sont bien en sénescence. D’autre biomarqueurs 












Figure III.2: Changements morphologiques observés chez les kératinocytes normaux humains (KC) en 
sénescence réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. A. Pour la SR, les KC sont cultivés et repiqués jusqu’à atteindre la 
SR (passage 12). Les micrographies sont prisent tous les deux passages (P4, P6, P8, P10, P12). B.  Pour la SIPS-
UVB, les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les 
micrographies présentent la morphologie des KC à 72h après le dernier stress. Observation en microscopie 
photonique en contraste de phase et au grossissement de 100 et 200 fois.  
B 
A 
Figure III.3: Détection de l’activité SA-βgal observée chez les kératinocytes (KC) en sénescence réplicative 
(SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, les KC sont cultivés jusqu’à atteindre la SR (passage 12). Pour la SIPS-UVB, 
les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. La proportion 
de KC positifs à la SA-βgal est déterminée par le rapport entre les cellules positives et les cellules totales, en 
comptant 400 cellules par puits (sur 3 puits). A. Pourcentage de KC positives à la SA-βgal en fonction du nombre 
de passages jusqu’à la SR (P12) (n = 1) B. Pourcentage de KC positifs à la SA-βgal en SIPS-UVB à 72h après le 
dernier stress. Les résultats représentent la moyenne de 8 échantillons (± écart-type). Les tests statistiques ont étés 




































































































Table III.1: Tableau reprenant l’expression des gènes associés à la sénescence dans des kératinocytes (KC) 
en sénescence réplicative (SR) ou enSIPS-UVB. Pour la SR, des extraits sont réalisés à passage précoce (P6) ou 
tardif (P12). Pour la SIPS-UVB, des extraits sont réalisés à 72h après le dernier stress, dans des KC exposés (ou 
non exposés: CTL) à trois stress UVB de 675 mJ/cm2. La GAPDH a été utilisée comme gène de référence. Le 
tableau reprend les moyennes des rapport d’expression, les écart-types (P12/P6 (RS) (n = 3) ou UVB/CTL (SIPS-
UVB) (n = 6)) et les valeur P. Les tests statistiques ont été effectués par un test d’ANOVA pairé suivis d’un test 





2. Activité β-galactosidase associée à la sénescence 
 
L’activité de la β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal) est un biomarqueur 
fréquemment utilisé, in vitro et in vivo, pour visualiser des cellules en sénescence (Debacq-
Chainiaux et al., 2009, Dimri et al., 1995). En utilisant un composé chromogénique, le 5-
bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-galactopyranoside ou X-gal, l’activité de l’enzyme 
lysosomiale β-galactosidase peut être visualisée au sein des cellules sénescentes à un pH 
suboptimal de 6,0.  
Nous avons suivi la présence de ce marqueur dans une culture de KC, tous les deux passages, 
et ce jusqu’en passage 12, pour la SR (n = 1), et à 72h après le dernier stress UVB pour la 
SIPS-UVB (n = 8) (excepté pour P8) (Figure III.3). 
 
Le pourcentage de cellules positives pour l’activité SA-βgal augmente progressivement avec 
les passages en culture avec une augmentation plus importante aux passages tardifs, atteignant 
ainsi 66 % de cellules positives en passage 12 contre seulement 3 % en passage 4 (n = 1) 
(Figure III.3.A). 
Une augmentation de la proportion de cellules positives à cette activité est également 
démontrée lors de la SIPS-UVB, où on dénombre en moyenne 58 % de cellules positives pour 
l’activité SA-βgal dans les cultures exposées aux UVB, et seulement 21 % dans les cultures 
CTL (n = 8) (Figure III.3.B). 
 
Ces résultats indiquent que les cultures de kératinocytes en passage tardif (SR) ou en SIPS-
UVB présentent une proportion plus importante de cellules sénescentes que dans les cultures 
contrôles respectives, confirmant que les deux modèles de sénescence du kératinocyte utilisés 
induisent la sénescence.  
 
3. Changement d’expression de gènes associés à la sénescence 
 





), la survie cellulaire (ApolipoprotéineJ) et la composition de la matrice 
extracellulaire (Fibronectine et MMP9) sont connus pour être surexprimés en sénescence chez 
les fibroblastes humains normaux de derme, mélanocytes ou kératinocytes humains normaux 
oraux (Dumont et al., 2000, Gonos et al., 1998, Kang et al., 2003, Toussaint et al., 2000). 
Pour observer s’il en est de même pour les kératinocytes épidermiques en sénescence, 
l’expression de ces gènes a été étudiée en sénescence réplicative et en SIPS-UVB (Table 
III.1). 
 
Les modifications d’expression génique ont été étudiées pour la SR sur des cellules en 
passage précoce (P6) et tardif (P12) (n = 3), et à 72h après le dernier stress pour la SIPS-UVB 
(n = 6). 
En condition de sénescence réplicative, en comparaison avec le passage précoce, on observe 





ApolipoprotéineJ (1x), Fibronectine1 (7,3x) et de MMP9 (3,9x) (Table III.1). 
 
Pour la SIPS-UVB, en comparant les conditions UVB aux conditions CTL, une augmentation 





(1,6x), ApoJ (3,7x), FN1 (8,2x) et MMP9 (16,7x).  
Cependant, les écart-types sont très importants ce qui semble être dû à une importante 
variabilité génétique entre les donneurs, et les différences ne sont donc pas significatives, 
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Figure III.4: Analyse par Western-Blot de l’abondance des protéines p16Ink4a et p21WAF-1 dans les 
kératinocytes (KC) en sénescence réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, des extraits sont réalisés tous 
les deux passages jusqu’au passage 12. Pour la SIPS-UVB, des extraits sont réalisés à 24h, 48h ou 72h après le 
dernier stress, dans des KC exposés (ou non exposés: CTL) à trois stress UVB de 675 mJ/cm2. L’α-tubuline a été 
utilisée comme contrôle de charge.  A. Abondance de p16Ink4a et p21WAF-1 en SR. B. Abondance de p16Ink4a et 
p21WAF-1 en SIPS-UVB à 72h (3 donneurs : KC10, KC15, KC23). C. Abondance de p16Ink4a et p21WAF-1 en SIPS-































excepté pour le gène de MMP9 (Table III.1). Afin d’augmenter la significativité de nos 
résultats, il semble donc important d’inclure de nouveaux donneurs. 
 




, FN1 et MMP9 associés à la sénescence 
semble augmenter chez les kératinocytes, en SR et en SIPS-UVB, en comparaison aux 
conditions contrôles respectives (P6 et CTL). Ces résultats, sous réserve de confirmation en 
augmentant le nombre de donneurs, seraient donc en accord avec les modifications de 
l’expression de ces gènes chez les fibroblastes humains normaux de derme, les mélanocytes et 
les kératinocytes humains normaux oraux (Dumont et al., 2000, Gonos et al., 1998, Kang et 
al., 2003, Toussaint et al., 2000).  
 
4. Arrêt du cycle cellulaire 
 
La sénescence est liée à un arrêt irréversible du cycle cellulaire. Deux voies maintiennent cet 
arrêt de prolifération : la voie p53/ p21
WAF-1
 et celle de p16
INK4A
/pRB. Ces voies peuvent 
induire l’arrêt de manière indépendantes l’une de l’autre ou agir ensemble puisqu’elles sont 
interconnectées. 
 
Des résultats préliminaires ont montré que les KC en SR ou en SIPS-UVB n’incorporaient 
plus, ou faiblement, de thymidine tritiée (données non montrées). 
 




au niveau de l’expression 
génique, nous avons étudié leur expression au niveau protéique. Pour les conditions de SR, 
l’abondance protéique est observée tous les 2 passages, de passage précoce (P4) jusqu’à 
passage tardif (P12) chez un donneur (KC19) (Figure III.4.A). En SIPS-UVB, les analyses ont 
été réalisées pour 3 donneurs à 72 h après le dernier stress (donneurs KC10, KC15, KC23) 
(Figure III.4.B). Une cinétique a été également réalisée à 24h, 48h ou 72h après le dernier 
stress UVB chez un autre donneur (KC8) (Figure III.4.C). 
 
Pour la sénescence réplicative, une augmentation de l’abondance protéique de p16
INK4A
 est 
observée pour les passages tardifs (P10 à P12, avec un maximum en P10) en comparant avec 
les passages précoces (P4 et P6) (Figure III.4.A). Ce résultat confirme celui obtenu pour 
l’abondance de l’ARNm. En revanche, l’abondance protéique de p21
WAF-1
 diminue en SR 
durant les passages tardifs (P10 à P12) en comparaison avec les passages plus précoces (P4 et 





Pour la SIPS-UVB, l’abondance protéique de p16
INK4A
 et de p21
WAF-1
 a été étudiée à 72h 
après la dernière exposition aux UVB (n = 3). Pour p16
INK4A
 les résultats obtenus ne sont pas 
similaires entre les différentes cultures indépendantes étant donné qu’une diminution est mise 
en évidence chez un donneur (KC23) alors que l’abondance semble constante dans les deux 
conditions pour les autres donneurs (Figure III.4.B). Pour p21
WAF-1
, une augmentation est 
observée dans les conditions UVB comparées aux conditions contrôles pour deux donneurs 
(KC10 et KC15) alors que pour la troisième culture (KC23), l’abondance de p21
WAF-1
 semble 
diminuer après l’exposition aux UVB (Figure III.4.B).  




 ne permettent pas de confirmer ceux obtenus 











 n’est pas 
modifiée à des temps plus précoces que 72h après l’exposition aux UVB, une cinétique à 24h, 




augmentée à 48h et légèrement à 72h dans la condition UVB. Pour p21
WAF-1
 une forte 
augmentation est observée à 24h et à 48h dans les conditions UVB (Figure III.4.C). Il serait 
donc intéressant de réaliser cette cinétique chez les trois autres donneurs. 
 
Entre-temps, la caractérisation de l’arrêt du cycle cellulaire chez des kératinocytes en 





, ainsi que de deux protéines associées à la prolifération, Ki-67 et PCNA.  
Pour les conditions de SR, les marquages en immunofluorescence ont étés réalisés en passage 
précoce (P4) et tardif (P12) (n = 1). En SIPS-UVB, les marquages en immunofluorescence 
ont été réalisés à 72h après le dernier stress (n = 1) (Figure III.5 à Figure III.8). 
 
En ce qui concerne le marquage de p16
INK4A
, nous détectons un marquage nucléaire dans les 
KC à P4, et un marquage nucléaire plus intense en P12 (Figure III.5.A). De plus, nous 
observons un marquage cytoplasmique intense en P12. Nous confirmons la surexpression de 
p16
INK4A 
lors de la SR comme cela avait été mis en évidence par western blot.  
Pour la SIPS-UVB, nous observons un marquage nucléaire plus intense dans les KC exposés 
aux UVB (Figure III.5.B).  
L’analyse du marquage de p21
WAF-1 
montre également une localisation nucléaire et une 
diminution de l’abondance au passage tardif (P12) (Figure III.6.A), confirmant les résultats 
obtenus en western blot, et une augmentation du marquage dans les cellules exposées aux 
UVB (Figure III.6.B).  
 
En parallèle, nous avons étudié l’expression de deux protéines intervenant dans la 
prolifération, Ki-67 et PCNA, par immunomarquages. Nous observons une localisation 
nucléaire des deux protéines ainsi qu’une diminution du nombre de noyaux marqués en 
passage tardif (Figure III.7.A et Figure III.8.A) et en SIPS-UVB (Figure III.7.C et Figure 
III.8.C). 
 
La combinaison de la quantification du marquage de la protéine de Ki-67 avec la 
quantification de l’activité de la SA-βgal montre une tendance opposée au cours des différents 
passages jusqu’en sénescence réplicative (Figure III.7.B), ainsi que pour la SIPS-UVB 
(Figure III.7.D). Ce résultat permet une évaluation plus exacte de la proportion de cellules 
sénescentes au sein de la population (Lawless et al., 2010). Ces résultats confirment l’arrêt de 
prolifération en SR et en SIPS-UVB. 
 





 (PCR en temps réel, western blot, immunomarquage), nous observons une 
abondance plus marquée de p16
INK4A
 en SR et une abondance plus marquée de p21
WAF-1
 en 
SIPS-UVB. Ces résultats semblent donc démonter que l’arrêt de la prolifération ne dépend 









Figure III.5: Analyse par immunofluorescence de p16Ink4a dans les kératinocytes (KC) en sénescence 
réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, les KC sont observés à passage précoce (P4) ou tardif (P12). Pour 
la SIPS-UVB, les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. 
Les immunomarquages sont réalisés aux passages P4 et P12 pour la SR (A), et à 72h après le dernier stress pour la 
SIPS-UVB (B). La révélation est réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du 
Hoechst (bleu). La visualisation a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm.  
p16Ink4a   merge Hoechst B 
A 
p21WAF-1         merge Hoechst 




Figure III.6: Analyse par immunofluorescence de p21WAF-1  dans les kératinocytes (KC) en sénescence 
réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, les KC sont observés à passage précoce (P4) ou tardif (P12). Pour 
la SIPS-UVB, les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. 
Les immunomarquages sont réalisés aux passages P4 et P12 pour la SR (A), et à 72h après le dernier stress pour la 
SIPS-UVB (B). La révélation est réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du 
Hoechst (bleu). La visualisation a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm.  
p21WAF-1   merge Hoechst 
B 
A        
Figure III.7: Analyse par immunofluorescence de Ki-67 dans les kératinocytes (KC) en sénescence 
réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, les KC sont observés à passage précoce (P4) ou tardif (P12). Pour 
la SIPS-UVB, les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. 
Les immunomarquages sont réalisés aux passages P4 et P12 pour la SR (A), et 72h après le dernier stress pour la 
SIPS-UVB (C). La révélation est réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du 
Hoechst (bleu). La visualisation a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm. La 
quantification des cellules positives à Ki-67 a été comparée à la quantification des cellules positives à la SA-βgal 
pour la SR (B) et pour la SIPS-UVB (D). 
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Figure III.8: Analyse par immunofluorescence de PCNA dans les kératinocytes (KC) en sénescence 
réplicative (SR) ou en SIPS-UVB. Pour la SR, les KC sont observés à passage précoce (P4) ou tardif (P12). Pour 
la SIPS-UVB, les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. 
Les immunomarquages sont réalisés aux passages P4 et P12 pour la SR (A), et à 72h après le dernier stress pour la 
SIPS-UVB (B). La révélation est réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du 
Hoechst (bleu). La visualisation a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm.  






II. Dommages à l’ADN et activation de la voie DDR lors de la 
SIPS-UVB 
 
Afin de déterminer par quelle(s) voie(s) de signalisation la sénescence induite par les UVB 
était activée et notamment l’arrêt du cycle cellulaire, nous nous sommes intéressés à deux 
types de dommages générés par les UVB et susceptibles d’activer des voies de signalisation: 
les dommages à l’ADN et les radicaux libres dérivés de l’oxygène (voir point III).  
Les UVB induisent des dommages directs à l’ADN, comme les dimères de pyrimidines 
(CPDs et (6-4)PPs), ainsi que des dommages indirects dus à la formation de radicaux libres 
dérivés de l’oxygène (ROS), qui interagissent avec l’ADN (Pattison and Davies, 2006, 
Svobodova et al., 2006). L’exposition des cellules aux rayons UVB peut également mener à 
des cassures doubles brins (DSB). En présence de DSB, l’histone H2AX est phosphorylée, 
facilitant l’assemblage de facteurs de points de contrôle et de réparation de l’ADN (Siddiqui 
et al., 2015). 
 
1. Dommages à l’ADN détectés en SIPS-UVB 
 
Afin d’étudier les dommages à l’ADN suite aux expositions UVB, nous avons réalisé des 
marquages des dimères de pyrimidine (CPDs et (6-4)PPs) en utilisant des anticorps 
spécifiques ainsi que des marquages de la forme phosphorylée d’H2AX, révélatrice de 
cassures double brins. 
 
Dans un premier temps, nous avons étudié la présence de ces dommages après une exposition 
unique à une dose élevée d’UVB (1000 mJ/cm
2
), sur des cellules jeunes (P6). Nous observons 
l’apparition de dommages de type CPDs 1h après le stress et une augmentation d’abondance 
de P-H2AX à 6h après le stress. Les deux marquages s’intensifient à 6h puis diminuent à 
partir de 24h. Ceci indique donc que les kératinocytes sont capables de réparer leurs 
dommages à l’ADN après une seule exposition et que la réparation semble quasi complète à 
48h (Figure III.9). 
 
Nous avons ensuite analysé la présence de ces dommages après les trois expositions d’UVB 
induisant la SIPS. Les dommages ont été marqués à 24h, 48h et 72h après le dernier stress 
UVB.  
 
Nous observons un marquage intense des noyaux suite au marquage des CPDs de 24 à 72h 
après le dernier stress UVB dans le KC stressés (Figure III.10.A). 
La même observation est faite pour le marquage des (6-4)PPs mais le marquage est également 
cytoplasmique (Figure III.10.B).  
En ce qui concerne les dimères de pyrimidine, on observe donc une persistance à long terme 
(jusqu’à 72h) de ces dommages, avec un nombre important de cellules marquées (plus de la 
moitié).  
Pour le marquage de P-H2AX, nous détectons quelques noyaux marqués dans les KC exposés 
aux UVB, encore observable à long terme (72h). La proportion de noyaux marqués est ici 
moins élevée que pour les dimères de pyrimidine (moins de 10 % de noyaux marqués contre 
plus de 50%) (Figure III.11.A). Ces résultats ont été confirmés par western blot, pour lequel 
on observe une augmentation de l’abondance de P-H2AX à 24h, 48h et 72h après les dernier 
stress (Figure III.11.B).  
 








Figure III.9: Analyse par immunofluorescence des dommages à l’ADN dans les kératinocytes (KC) jeunes 
(P6) après une exposition unique d’UVB. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à une exposition unique 
de 1 000 mJ/cm2 d’UVB. Les immunomarquage sont réalisés à 1h, 6h, 24h et 48h après le dernier stress. La 
révélation est réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La 
visualisation a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm. A. Visualisation de P-
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Figure III.10: Analyse par immunofluorescence des dommages à l’ADN dans les kératinocytes (KC) en 
UVB-SIPS. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. 
Les immunomarquages sont réalisés à 24h, 48h et 72h après le dernier stress. La révélation est réalisée à l’aide 
d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation a été faite par 
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Figure III.11: Analyse par western blot et par immunofluorescence de P-H2AX dans les kératinocytes 
(KC) en SIPS-UVB. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de 
trois heures. A. Les immunomarquages sont réalisés 24h, 48h ou 72h après le dernier stress. La révélation est 
réalisée à l’aide d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation 
a été faite par microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 100 µm. B. Le western blot est réalisée avec 
un anticorps P-H2AX et l’α-tubuline a été utilisée comme contrôle de charge.  









































Nous avons tenté de marquer les dommages oxydatifs à l’ADN et plus particulièrement la 8-
oxo-desoxyguanosine (8-OHdG) mais les marquages n’ont pas fonctionné (pas de marquage 
dans les contrôles positifs à l’H2O2) (n = 2) (données non montrées). Notons que les même 
marquages ont été réalisés à passage précoce (P6) et tardif (P12) mais aucun dommage n’a u 
être mis en évidence (données non montrées). 
 
La détection à long terme de ces dommages à l’ADN semblent démontrer que les systèmes de 
réparation ne permettent pas de les réparer complètement. 
 
2. Etude de la voie DDR (DNA Damage Repair) 
 
Etant donné la persistance des dommages à l’ADN à long terme en SIPS-UVB, l’activation de 
la voie de réparation des dommages à l’ADN (DDR) a été investiguée dans les kératinocytes 
normaux humains à différents temps après le dernier stress UVB induisant la SIPS.  
La voie DDR s’active suite à la détection de dommages à l’ADN, par des complexes de 
reconnaissance, menant à l'activation de la kinase ataxia-telangiectasia (ATM) pour les 
cassures double brins ou de la kinase ataxia telangiectasia and Rad3-related protein (ATR) 
pour les cassures simple brins. Ensuite, des protéines adaptatrices, dont breast cancer type-1 
susceptibility (BRCA1) propagent le signal et activent, en aval, d’autres kinases nommées 
checkpoint kinases-1 (CHK1) et -2 (CHK2). Ces dernières transmettent le signal de la 
présence des dommages à des protéines effectrices telles que le facteur de transcription et 
suppresseur de tumeur p53 (Fumagalli et al., 2014, von Zglinicki et al., 2005), induisant un 
arrêt transitoire ou permanent (sénescence) du cycle cellulaire.  
 
Suite à l’exposition des KC à 3 stress UVB induisant la SIPS, une cinétique à été réalisée de 
0h (= juste après le dernier stress UVB) jusqu’à 72h après le dernier stress (cinétique de 0 à 
24h (n = 1) et cinétique à 1h, 24h, 48h et 72h) par western blot et par immunomarquage (pour 
les temps 1h, 24h, 48h, 72h ; n = 3).  
 
En ce qui concerne les temps courts (0 - 24h après le dernier stress aux UVB), les western 
blots des formes phosphorylées sont reprises en Figure III.12 et ceux des formes totales en 
Figure III.13. Les temps longs (24h-72h) sont présentés en Figure III.14 (formes 
phosphorylées) et en Figure III.15 (formes totale). Nous allons décrire les résultats en suivant 
l’ordre séquentiel d’activation de la voie DDR. 
Pour ATM, une augmentation de la forme phosphorylée dans les conditions UVB comparées 
aux conditions contrôles est observée jusqu’à 24h après le dernier stress UVB. Aucune 
différence d’abondance n’est par contre observée pour la forme totale de ATM. 
Pour ATR, le signal pour la forme phosphorylée est faible, rendant l’analyse difficile à 
interpréter. Cependant, on peut observer une légère diminution de la forme phosphorylée dans 
les conditions UVB, en comparaison aux CTL, à partir de 17h jusqu’à 72h après le dernier 
stress aux UVB. La forme totale d’ATR semble présenter une légère diminution dans les 
conditions UVB en comparaison avec les CTL de 24h à 72h. 
Les résultats obtenus pour la forme phosphorylée de BRCA1, en cinétique aux temps courts, 
présentent une diminution d’abondance dans les conditions UVB en comparaison aux CTL à 
2h et 4h après le dernier stress UVB. Son abondance diminue fortement dans les deux 
conditions à 72h. 
La forme totale de BRCA1 présente une diminution d’abondance en conditions de SIPS-
UVB, en comparaison avec les CTL, observable directement et jusqu’à 48h après le stress 
UVB.  
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Figure III.12: Analyse par western blot de la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB . Les KC 
sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les Western Blot sont 
réalisés pour les temps 0h, 15 min, 30 min, 1h, 2h, 4h, 6h, 17h et 24h (n = 1). La β-actine a été utilisée comme 
contrôle de charge. A. Abondance de P-ATM et P-p53, B. Abondance de P-ATR et P-CHK2, C. Abondance de P-
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Figure III.13: Analyse par western blot de la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB . Les KC 
sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les Western Blot sont 
réalisés pour les temps 0h, 15 min, 30 min, 1h, 2h, 4h, 6h, 17h et 24h (n = 1). La β-actine a été utilisée comme 
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Figure III.14: Analyse par western blot de la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB . Les KC 
sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les Western Blot sont 
réalisés pour les temps 1h, 24h, 48h et 72h (n = 2). La β-actine a été utilisée comme contrôle de charge. A. 
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Figure III.15: Analyse par western blot de la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB . Les KC 
sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les Western Blot sont 
réalisés pour les temps 1h, 24h, 48h et 72h (n = 2). La β-actine a été utilisée comme contrôle de charge. A. 
Abondance des protéines ATM et p53, B. Abondance des protéines ATR et CHK2, C. Abondance des protéines 






































































































































































































































Pour CHK1, une augmentation de l’abondance de la forme phosphorylée est observée pour les 
conditions UVB en comparaison aux conditions contrôles, jusqu’à 4h après le dernier stress. 
P-CHK1 semble par la suite moins abondante dans les conditions de SIPS-UVB en 
comparaison aux conditions contrôles, durant les temps 6h et 17h, puis présente une 
abondance similaire dans les temps plus tardifs. Pour l’abondance de la forme totale de 
CHK1, une diminution d’expression est observable à partir de 48h dans les deux conditions. 
Pour CHK2, l’abondance de la forme phosphorylée est plus élevée en conditions UVB, 
directement et jusqu’à 24h (KC42) ou 72h (KC21) après le dernier stress UVB. Pour la forme 
totale, aucune différence n’est observée entre les conditions UVB et CTL. 
Enfin, pour p53, une augmentation de l’abondance de la forme phosphorylée est observée en 
conditions UVB, directement et jusqu’à 24h (KC17) ou 72h (KC42) après le dernier stress 
UVB. Cette augmentation d’abondance est également détectée pour la forme totale de p53, 
directement et jusqu’à 24h (KC21) ou 72h (KC42) après le dernier stress UVB.  
 
L’étude par western blot de l’activation de la voie de DDR chez des kératinocytes en SIPS-
UVB a été complétée par un marquage en immunofluorescence des formes phosphorylées de 
ATM, ATR, BRCA1, CHK1, CHK2 et p53, aux temps 1h, 24h, 48h et 72h après le dernier 
stress UVB (Figure III.16 à Figure III.18). 
 
Le marquage nucléaire de P-ATM, bien que faible, augmente de façon transitoire dans les 
conditions UVB-SIPS à 24h après le dernier stress UVB (on peut également remarquer un 
léger marquage à 48h).  
En ce qui concerne P-ATR, un marquage nucléaire est observable en conditions CTL, aussi 
bien qu’en conditions UVB. Cependant, ce marquage est plus intense en conditions UVB, 
particulièrement de 1h jusqu’à 48h après les stress UVB.  
Le marquage de P-BRCA1, bien qu’également présent au niveau des noyaux des cellules 
contrôles, est plus intense chez les cellules soumises aux UVB, pour les temps 1h et 24h après 
le dernier stress. Ce marquage diminue progressivement pour disparaitre au temps 72h après 
le dernier stress dans les cellules exposés aux UVB. 
Le marquage nucléaire de P-CHK1 est également plus intense en condition UVB dans les 
temps 1h et 24h, et s’estompe dans les temps plus longs.  
On observe l’augmentation d’abondance de P-CHK2 de 1h à 72h après les stress, alors que 
celui-ci n’est pas ou peu observé en conditions contrôles.  
Un marquage nucléaire intense de P-p53 est également observé de manière persistante jusqu’à 
72h après le dernier stress aux UVB, et est absent des conditions contrôles. 
 
Un tableau récapitulatif de l’activation des diffèrent partenaires de la DDR est repris en Table 
III.2. 
  
Figure III.16: Visualisation des protéines associées à la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-
UVB. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les 
immunomarquages sont réalisés à 1h, 24h, 48h, 72h après le dernier stress. La révélation est réalisée à l’aide 
d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation a été faite par 
microscopie confocal (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm (n = 2). A. Visualisation de P-ATM B. Visualisation de 
P-ATR. 
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Figure III.17: Visualisation des protéines associées à la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-
UVB. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les 
immunomarquages sont réalisés à 1h, 24h, 48h, 72h après le dernier stress. La révélation est réalisée à l’aide 
d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation a été faite par 
microscopie confocal (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm (n = 2). A. Visualisation de P-BRCA1, B. 
Visualisation de P- CHK1. 
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Figure III.18: Visualisation des protéines associées à la voie DDR dans les kératinocytes (KC) en SIPS-
UVB. Les KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les 
immunomarquages sont réalisés à 1h, 24h, 48h, 72h après le dernier stress. La révélation est réalisée à l’aide 
d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation a été faite par 
microscopie confocal (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm (n = 2). A. Visualisation de P-CHK2, B. Visualisation 
de P-p53. 
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Table III.2:  Tableau reprenant les résultats, pour les différents partenaire de la voie DDR, obtenus par 





3. Détection des ROS  
 
Les UVB sont capables d’induire la production des ROS via l’excitation de molécules 
photosensibilisantes.  
La production de radicaux libres dérivés de l’oxygène (ROS) a été analysée chez les 
kératinocytes en SIPS-UVB par cytométrie en flux (FACS), à l’aide de la sonde CM-H2DCF 
(n = 2) (Figure III.19). La sonde, non fluorescente au départ, est oxydée en présence de ROS 
et devient fluorescente.  
En plus des conditions CTL et SIPS-UVB, des contrôles négatif et positif ont été préparés. Le 
contrôle négatif consiste en des cellules non incubées avec la sonde. Le contrôle positif 
consiste en des cellules mises en contact avec la sonde et avec du SIN-1 Hydrochloride, 
libérant de l’acide nitrique en solution. 
Le graphe de la Figure III.19 montre les courbes de fluorescence détectées pour chaque 
conditions. Les courbes des contrôles négatif et positif se trouvent respectivement à l’extrême 
gauche et à l’extrême droite du graphique. On observe un déplacement vers la droite du signal 
de fluorescence pour la condition SIPS-UVB (en gris), en comparaison avec la condition 
contrôle (en noir). Ceci indique une augmentation du signal de fluorescence émis par les 
cellules en conditions UVB. Ces résultats suggèrent une augmentation de la production des 
radicaux libres dérivés de l’oxygène (ROS) en SIPS-UVB.  
Les ROS sont capables d’induire l’activation de plusieurs voies de signalisation, dont 
l’activation du facteur de transcription Nrf2. 
 
Nous avons réalisé un marquage en immunofluorescence du facteur de transcription Nrf2, à 
1h, 24h, 48h ou 72h après le dernier stress aux UVB (n = 2) (Figure III.20). 
En conditions normales, ce facteur de transcription est synthétisé, séquestré dans le 
cytoplasme et dégradé de manière continue. Lors de stress oxydatifs, Nrf2 est relâché, 
phosphorylé et transloque dans le noyau, où il active la transcription de gènes nécessaires à la 
réponse aux stress oxydatifs, portant la séquence consensus ARE (antioxidant respond 
element) dans leurs promoteur (Hayes et al., 2010).  
Nous observons, en conditions CTL, un marquage nucléaire et cytoplasmique au temps 1h et 
cytoplasmique pour les temps 24h, 48h et 72h. Pour les conditions UVB, aucune différence 
n’est observée par rapport aux conditions CTL au temps 1h. Par contre, un marquage 
nucléaire intense est observé dans les conditions UVB à 24h. L’expression de Nrf2 est 
maintenue jusqu’à 72h avec une localisation nucléaire et cytoplasmique. 
 
La translocation de Nrf2 vers les noyaux a donc pu être visualisée chez les kératinocytes en 









Figure III.19: Visualisation de la production de ROS dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB. Les KC 
sont exposés (ou non exposés: CTL) à 675 mJ/cm2 d’UVB trois fois par jour à intervalle de trois heures. Les KC 
sont incubés avec la sonde CM-H2DCF 72h après le dernier stress. Les cellules contrôles sont visibles en noir, les 
cellules UVB en gris, le contrôle négatif (cellules non incubées avec la sonde) en turquoise (contre l’axe des 


















Figure III.20: Analyse par immunofluorescence de Nrf2 dans les kératinocytes (KC) en SIPS-UVB . Les 
KC sont exposés (ou non exposés: CTL) à 3 stress UVB de 675 mJ/cm2 espacés de trois heures. Les 
immunomarquage sont réalisés à 1h, 24h, 48h ou 72h après le dernier stress. La révélation est réalisée à l’aide 
d’anticorps alexa 488 (vert). Les noyaux sont marqués avec du TO-PRO (bleu). La visualisation a été faite par 
microscopie confocale (Leica, Allemagne). Échelle : 50 µm. 














L’objectif de ce mémoire était d’investiguer les voies de signalisation impliquées dans 
l’apparition de la sénescence induite par les UVB.  
Ce travail a débuté par l’étude de différents biomarqueurs de la sénescence chez les 
keratinocytes normaux en SR et en SIPS-UVB. Dans un second temps, suite à l’observation 
de dommages permanents à l’ADN induit par la SIPS-UVB, l’analyse de la voie DDR 
pouvant être impliquée dans l’apparition du phénotype sénescent a été investigué ainsi que la 
formation de ROS et la translocation nucléaire de Nrf2.  
 
Afin de pouvoir caractériser la sénescence (SR et SIPS-UVB) au sein des kératinocytes, 
différents biomarqueurs de la sénescence, décrits pour le fibroblaste, ont étés étudiés. Les 
biomarqueurs étudiés sont : le changement de morphologie cellulaire, le pourcentage de 
cellules positives à l’activité β-galactosidase associée à la sénescence (SA-βgal), les 
changements d’expression de gènes associés à la sénescence et l’arrêt du cycle cellulaire.  
 
Parmi ces différents biomarqueurs, le changement de morphologie des cellules sénescentes est 
facilement et rapidement observable par microscopie photonique. Les résultats obtenus durant 
ce mémoire montrent, chez les kératinocytes en SR et en SIPS-UVB, une modification de la 
morphologie cellulaire qui apparaît élargie et irrégulière, en comparaison avec les cellules en 
passage précoce ou les cellules CTL. Les résultats sont en accord avec la littérature. En effet, 
il est décrit par Soroka et al., que les kératinocytes jeunes présentent une morphologie 
régulière et polygonale (10-20 µm de diamètre). En comparaison, la morphologie des 
kératinocytes sénescents devient irrégulière et s’agrandit jusqu’à atteindre 50 μm de diamètre 
(Soroka et al., 2008). Cette augmentation de taille peut être expliquée par le fait que les 
kératinocytes sénescent présentent une augmentation du nombre de vacuoles lysosomiales. En 
effet des altérations de macromolécules intracellulaires s’accumulent lors de la sénescence, ce 
qui a comme conséquence d’induire une biogenèse élevée de lysosomes primaires (Kurz et al., 
2000).  
L’augmentation du nombre de lysosomes permet également de détecter l’activité de l’enzyme 
lysosomiale βgalactosidase à un pH suboptimal de pH 6,0 (SA-βgal). Ce phénomène est à la 
base de l’augmentation de la proportion de cellules positives pour l’activité de la SA-βgal 
dans les cultures sénescentes, décrite comme un biomarqueurs classique de la sénescence 
(Debacq-Chainiaux et al., 2009, Dimri et al., 1995). Dans notre étude, le pourcentage de 
cellules positives pour l’activité de la SA-βgal dans des cultures de kératinocytes en SR et en 
SIPS-UVB augmente largement. Ce biomarqueurs permet donc de déterminer de façon rapide 
et aisée le pourcentage de cellules sénescentes au sein d’une population. Les cultures 
cellulaires étant composées de populations hétérogènes, où on trouve des cellules 
prolifératives et sénescentes, ce marqueur quantifiable est hautement informatif.  
 
Les modifications de l’expression de gènes associés à la sénescence ont étés investiguées en 
SR et en SIPS-UVB. En effet, des changements d’expression ont été décrits dans la littérature 
pour des gènes intervenant dans différents aspects de la sénescence chez les fibroblastes du 
derme et les kératinocytes normaux oraux (Gonos et al., 1998, Kang et al., 2003). Parmi ces 





dans la survie cellulaire (apoloprotéine J) ou dans la composition et la biogénèse de la matrice 
extracellulaire (fibronectine 1 et MMP9) (Dumont et al., 2000, Gonos et al., 1998, Kang et al., 
2003, Toussaint et al., 2000). Les résultats obtenus durant ce mémoire pour la SR et la SIPS-
UVB chez le kératinocyte épidermique, montrent une surexpression de ces cinq gènes dans 
les deux conditions de sénescence, en comparaison avec leur contrôle respectif. Cependant, la 
variation entre les différents donneurs est élevée, expliquant l’obtention d’écart-types 
importants, et un manque de significativité statistique des résultats. En effet, les kératinocytes 




utilisés durant ce mémoire sont des cultures primaires provenant de biopsies de peaux. Bien 
que l’expression des gènes étudiés ait tendance à augmenter, il n’est pas encore possible de 
tirer des conclusions définitives. Pour ce faire, il serait nécessaire d’augmenter le nombre de 
donneurs afin de mieux représenter les modulations de l’expression génique au sein des 
kératinocytes sénescents (SR et SIPS-UVB). En effet, en augmentant le nombre de réplicats 
biologique, il serait peut être possible de confirmer les tendances observées sur ces lignées 






a été étudiée au niveau de leur expression génique. Ces 
inhibiteurs de kinases dépendantes de cyclines (CDKI) sont, impliqués dans l’arrêt du cycle 
cellulaire. Afin d’investiguer l’arrêt irréversible du cycle cellulaire caractérisant les cellules 
sénescentes, nous avons donc analysé l’abondance protéique (par western blot et 
immunofluorescence) de ces deux acteurs, ainsi que des marqueurs de prolifération, Ki-67 et 
PCNA (uniquement en immunofluorescence). En conditions de SR, les résultats montrent une 
augmentation de l’abondance de p16
INK4A
 alors que p21
WAF-1
 diminue en comparaison avec 
les cellules en passage précoce. De façon attendue, l’abondance des protéines Ki-67 et PCNA 
diminue. Pour les conditions de SIPS-UVB, les résultats obtenus montrent une augmentation 
de l’abondance de p21
WAF-1 
après le dernier stress UVB. Ceci semble démontrer que l’arrêt de 
prolifération ne dépend pas des mêmes voies en SR et en SIPS-UVB.  
En ce qui concerne les marqueurs de prolifération, les résultats montrent une diminution 
d’abondance de Ki-67 et PCNA dans les deux modèles de sénescence. Ces résultats sont en 
cohérence avec la littérature sur l’arrêt du cycle cellulaire lié à la sénescence, qui suggère en 
SR une augmentation de p16
INK4A
, dans les temps tardif en SR (Minty et al., 2008) et une 
diminution de p21
WAF-1 
(Kang et al., 2003). Alors que p21
WAF-1
 est augmenté en SIPS-UVB. 
Nos résultats concernant p21
WAF-1 
en SR, montrent une diminution de l’abondance de la 
protéine, alors que l’abondance d’ARNm est augmentée en passage P12. La diminution de 
p21
WAF-1 
a été observée par d’autres recherches portants sur la sénescence réplicative des 
kératinocytes normaux oraux (Kang et al., 2003, Min et al., 1999). Au cours de ces 
recherches, les auteurs observent que l’expression du gène codant pour p21
WAF-1 
est réprimée 
et que l’abondance de la protéine est également diminuée durant la sénescence réplicative, ce 
qui confirme nos données au niveau protéique.  
En conclusion, l’arrêt irréversible du cycle cellulaire chez les kératinocytes sénescents semble 
donc passer principalement par la voie de p16
INK4A
 en ce qui concerne la SR.  
Ces résultats indiquent une différence marquante entre la sénescence des fibroblastes 
normaux humains et les kératinocytes normaux humains, soulignant l’importance de 
caractériser et d’investiguer la sénescence sur différents types cellulaires. Les résultats 
montrent également des différences entre la SR et la SIPS-UVB chez les kératinocytes, étant 
donné que la voie p21
WAF-1 
semble quant à elle activée en SIPS-UVB. 
 
Pour conclure, nous avons caractérisé la sénescence du kératinocyte dans les deux modèles de 
sénescence par l’étude des biomarqueurs de sénescence, et montré que les deux modèles 
utilisés durant ce mémoire induisent la sénescence au sein de kératinocytes normaux humains. 
De plus, cela nous a permis de confirmer des différences observées entre la sénescence des 
kératinocytes et celles des fibroblastes, en ce qui concerne les voies d’arrêt du cycle cellulaire. 
Ceci montre l’intérêt d’étudier la sénescence dans différents types cellulaires.  
 
Dans un second temps, les voies de signalisation impliquées dans l’apparition prématurée de 
la sénescence induite par les UVB chez les kératinocytes ont été investiguées. Afin de pouvoir 




déterminer quelles voies de signalisation sont impliquées dans l’apparition prématurée de la 
sénescence induite par les UVB chez les kératinocytes, nous avons choisi d’analyser la 
présence des dommages à l’ADN générés et l’activation de la voie DDR, et d’analyser la 
production de ROS et l’activation de facteur de transcription Nrf2. 
 
Les UVB induisent des dommages directs ou indirects (via la formation de ROS) à l’ADN. 
Les dommages directs à l’ADN se présentent principalement sous forme de dimères de 
pyrimidine (CPDs et (6-4)PPs) ce qui peut mener à l’apparition de cassures doubles brins 
(DSB) (Kim et al., 2014). La perception des cassures doubles brin, mène rapidement à la 
phosphorylation de l’histone H2AX par les kinases ATM et ATR. Cette phosphorylation a 
d’ailleurs été proposée comme marqueur moléculaire pour visualiser des dommages à l’ADN 
(Siddiqui et al., 2015).  
Durant ce travail, nous avons étudié la présence de dommages à l’ADN persistants dans en 
SIPS-UVB dans les kératinocytes, via un marquage en immunofluorescence des dommages 
directes à l’ADN (CPDs et (6-4)PPs) ainsi que par l’analyse par marquage en IF et par WB de 
l’abondance de la forme phosphorylée de H2AX (P-H2AX), renseignant sur l’existence des 
cassures double brins dans l’ADN.  
Après une exposition unique à une dose élevée d’UVB (1000 mJ/cm
2
), les dommages directs 
à l’ADN (CPDs et (6-4)PPs) induits sont éliminés à partir de 48h après ce stress. Ces 
observations ont été aussi bien réalisées sur des cellules aux passages précoces et tardifs. Elles 
ne montrent donc aucune différence entre les deux passages. Ce résultat indique que la 
machinerie de réparation de l’ADN a permis de rétablir l’intégrité de l’ADN à 48h après le 
stress. Par contre, après une exposition chronique aux UVB (trois exposition aux UVB de 675 
mJ/cm
2
) on constate que les dommages persistent à 72h après le derniers stress.  
L’apparition de dommages à l’ADN induit l’arrêt du cycle cellulaire transitoire ou permanent 
afin de permettre une réparation des dommages par les cellules (Lambrus et al., 2015). Cet 
arrêt du cycle cellulaire se fait via l’activation de la voie de réparation des dommages à 
l’ADN (DDR) dont l’activation persistante a été associée à la sénescence (d'Adda di Fagagna, 
2008).  
 
Etant donné la présence de dommages à l’ADN persistants après 72h après le derniers stress, 
en SIPS-UVB, l’activation de la voie de réparation des dommages à l’ADN (DDR) a été 
investiguée, par western blot et immunofluorescence, dans les kératinocytes en SIPS-UVB, 
dans une cinétique démarrant à l’arrêt su stress jusqu’à 72h après le dernier stress UVB. 
Les résultats obtenus montrent, pour les kinases activées en amont de la voie, ATM et ATR, 
une phosphorylation rapide à partir d’1h jusque 24h pour ATM, et jusqu’à 48h pour ATR (en 
immunofluorescence), qui s’estompe aux temps plus longs. Pour la protéine adaptatrice 
BRCA1, une augmentation de la forme phosphorylée est observée à 1h après le dernier stress, 
celle-ci diminue ensuite pour les temps 24h, 48h et 72h à un niveau semblable à celui des 
cellules contrôles. Pour les kinases, activées en aval de la voie, CHK1 est phosphorylée de 0 à 
6h, avant de diminuer. En revanche, CHK2 montre une phosphorylation de manière 
persistante jusqu’à 72h. Finalement la protéine effectrice p53 présente, aussi bien sous forme 
phosphorylée que sous forme totale une abondance supérieure dans les conditions UVB tout 
au long de la cinétique.  
Dans la littérature, il est décrit que la protéine ATM est activée suite à la présence de cassures 
double brins (Stiff et al., 2004) alors que ATR est activée suite aux cassures simple brins (Zou 
et al., 2004). Cependant, l’exposition des cellules aux UVB mène à des cassures doubles brins, 
comme nous l’avons observé par le marquage au P-H2AX. Ceci explique donc l’activation de 
la forme phosphorylée d’ATM. Or, les UVB peuvent également induire la formation de 
dommages indirects à l’ADN via la formation de ROS. Les dommages occasionnés sont alors 




principalement des modifications de bases de l’ADN, et principalement de la guanine. Un 
dommage considéré comme marqueur des dommages oxydatifs est le 8-oxodG. Ce type de 
dommages sur l’ADN mène à la formation de cassures simple brin, et donc à l’activation de 
ATR. De plus, la littérature suggère que la protéine ATR peut répondre à un grand nombre de 
dommages, à condition que ceux ci soient transformés en intermédiaire d’ADN simple brin.  
Pour BRCA1, l’activation de la forme phosphorylée observée au temps court pourrait être 
expliquée par son rôle de médiateur. En effet, BCRA1 permet de faciliter l’accumulation 
locale des facteurs de réparation près des dommages afin de promouvoir leur phosphorylation 
menant à une réparation plus efficace (d'Adda di Fagagna et al., 2004). Ce rôle ponctuel peut 
expliquer la détection de cette protéine aux temps courts qui diminue rapidement au temps 
plus longs.  
Pour les kinases en aval de la DDR, CHK1 et CHK2, ayant comme rôle de transmettre le 
signal, aux protéines effectrices, on observe une activation longue de CHK2 jusqu’à 72h par 
rapport à CHK1 (24-48h). Dans la littérature, CHK2 est souvent citée comme substrat direct 
d’ATM (Zgheib et al., 2005), alors que CHK1 semble plutôt être activée par ATR (Tenorio-
Gomez et al., 2015).   
Finalement une augmentation de la forme phosphorylée de p53 de manière persistante au sein 
des kératinocytes en UVB-SIPS peut être expliqué par le fait que p53 est un des effecteurs 
principaux, activé en fin de la voie de la DDR (Campisi and d'Adda di Fagagna, 2007). Son 
activation importante dans les cellules en SIPS-UVB mène à l’arrêt du cycle cellulaire 
également de manière persistante. De plus, l’augmentation de l’abondance de la forme totale 
de p53 confirme cette hypothèse. En effet, p53 joue un rôle clé dans l’arrêt du cycle cellulaire 
transitoire ou permanent notamment via l’induction de l’expression de p21
WAF-1 
(Reinhardt 
and Schumacher, 2012). Les dommages à l’ADN sont observés de manière persistante au sein 
des kératinocytes ainsi que la voie DDR. Celle-ci pourrait donc être impliquée dans l’arrêt du 




Finalement, nous avons réalisé une étude préliminaire du stress oxydatifs dans les 
kératinocytes normaux humains en SIPS-UVB. Les résultats obtenus par FACS suggèrent 
qu’il existe une augmentation de la production des radicaux libres dérivés de l’oxygène 
(ROS) en SIPS-UVB, en comparaison avec les cellules contrôles. Ces résultats sont en accord 
avec la littérature. En effet, les molécules photosensibles, telles que le NADH
-
/NADPH, la 
riboflavine, la porphyrine ou encore le tryptophane peuvent être excitées par les rayons UVB, 
et transmettre leurs énergie à des molécules d’oxygène aboutissant à la formation de ROS 
(Hiraku et al., 2007). Les ROS peuvent induire différentes voies de signalisation. Nous nous 
sommes intéressés à l’activation du facteur de transcription Nrf2. Ce facteur de transcription 
est décrit dans la littérature pour réguler l’expression d’enzymes antioxydants. En condition 
normale, ce facteur est séquestré dans le cytoplasme des cellules. Lors d’un stress oxydatif, il 
est phosphorylé, et transloqué dans le noyau où il induit l’expression de gènes codant pour des 
molécules impliquées dans la réponse aux stress oxydatifs (Hayes et al., 2010). Les résultats 
montrent un marquage nucléaire intense dans les conditions UVB à 24h. L’expression de Nrf2 
est maintenue jusqu’à 72h avec une localisation nucléaire et cytoplasmique. Ceci indique que 
la production de ROS chez les kératinocytes induit l’activation du facteur de transcription qui 
transloque au sein du noyau afin de favoriser l’expression de gènes antioxydants codant des 
protéines. Ces résultats n’ont été réalisés qu’une fois et sont donc préliminaires. Il serait donc 
judicieux de confirmer ceux-ci par des réplicats avant de pouvoir tirer des conclusions de 
manière plus précise. 




Pour résumer cette deuxième partie, il a été observé que les kératinocytes en SIPS-UVB 
présentent des dommages à l’ADN persistants après 72h. Ceci mène à l’activation de la voie 
DDR. De plus, nous avons également pu observer une augmentation de la production des 
ROS dans les conditions de SIPS-UVB, et une induction l’activation du facteur de 
transcription Nrf2. 
 
A partir des résultats obtenus durant ce mémoire, plusieurs perspectives peuvent être 
envisagées. 
De manière générale, comme déjà précisé, il serait important de confirmer certains résultats 
obtenus à la suite d’une seule expérience, ou à la suite d’expériences donnant des résultats 
variables suivant les donneurs, par la réalisation des réplicas (donneurs différents). En effet, 
ceci permettrait de donner des réponses définitives à des données démontrant des tendances et 
pour lesquelles les résultats ne sont pas encore significatifs.  
 
En ce qui concerne l’arrêt du cycle cellulaire, il serait intéressant à voir, à quelle phase du 





sont des suppresseurs des complexes de cycline-CDK2, -CDK1 ainsi que -
CDK4/6. Cette suppression mène à un arrêt en phase G1. Le but serait de compléter l’étude 
du cycle cellulaire pour voir, si les kératinocytes normaux humain en SR et en SIPS-UVB 
présentent, ou pas, un arrêt du cycle en phase G1 ou si l’arrêt est observé à une autre phase du 
cycle. Les fibroblastes sont connus pour arrêter leur cycle en phase G1/S. L’analyse pourrait 
être réalisée par cytométrie de flux, basée sur l’intercalation d’iodure de propidium dans 
l’ADN. Cette technique permet de déterminer la phase du cycle cellulaire dans laquelle se 
trouvent les cellules, par l’analyse de leur contenu en ADN (Cecchini, et al., 2012).  
De plus, il serait intéressant de comprendre la distinction entre les voies amenant à l’arrêt du 
cycle cellulaire en SR (p16
INK4A
-dépendante) et en SIPS-UVB (p21
WAF-1-
dépendante). Ainsi, 
une analyse plus fine de l’expression des différents acteurs de ces deux voies pourrait être 
investiguée. On pourrait notamment étudier la phosphorylation de p53 lors de la sénescence 
réplicative, ainsi que l’hypophosphorylation de pRb et l’activation d’E2F et d’ATF-2 en SR et 
en SIPS-UVB. Une fois les partenaires activés identifiés, leur lien avec l’arrêt du cycle 
cellulaire pourrait être mis en évidence par une inhibition spécifique en utilisant des 
inhibiteurs chimiques ou des siRNA. L’implication de ces partenaires sur l’arrêt irréversible 
du cycle cellulaire pourrait alors être étudié en suivant la prolifération par incorporation de 
thymidine tritiée, et en mesurant leur impact sur les doublements de population cumulés. 
Cette investigation permettrait de compléter les connaissances sur l’arrêt du cycle dans les 
kératinocytes en SR et en SIPS-UVB. 
 
Pour l’étude des stress oxydatifs occasionnés chez les kératinocytes en SIPS-UVB, il pourrait 
être intéressant d’utiliser d’autres sondes, spécifiques à un type de ROS, permettant une 
analyse précise des ROS générés. Par exemple, les sondes MitoSOX spécifiques à l’O2
-
 ou 
encore les sondes Amplex Red spécifiques pour l’H2O2 pourraient être utilisées (Passos et al., 
2013). La caractérisation du stress oxydatif généré par la SIPS-UVB permettrait d’étudier des 
voies de signalisation, activées par  ce stress.  En effet, de nombreuses études suggèrent que 
les ROS favorisent l’activation de facteurs de transcription tels que AP-1 et NFκB. De plus 
l’exposition aux UV semble, suite à l’apparition de ROS, altérer les voie de c-Jun et p38 
MAPK Ces information peuvent suggérer l’intérêt d’étudier ces voie dans les kératinocytes en 
SIPS-UVB (Gupta et al., 1999). 
De plus, les stress oxydatifs induisent des dommages au niveau des bases de l’ADN, tels que 
le 8-oxodG (marqueur des dommages oxidatifs) (Hiraku et al., 2007). Il serait donc 
intéressant d’observer, si ces dommages sont présents dans les kératinocytes en SIPS-UVB. 




Ceci avait déjà été envisagé durant ce mémoire, par marquage immunofluorescent, mais sans 
succès. Afin de remédier à ce problème, il serait nécessaire de faire des nouvelles mises au 
point, de vérifier l’efficacité des contrôles positifs ou de tester d’autres anticorps.  
 
Durant ce mémoire, nous nous sommes également intéressés à l’étude descriptive de 
l’activation de la voie de la sénescence au sein du kératinocytes en SIPS-UVB.  
Il serait donc intéressant d’étudier, par la suite, les mécanismes et les effets de cette voie dans 
la sénescence. Pour ce faire, certains acteurs tels qu’ATM ou ATR, activés en amont de la 
voie, pourraient être inhibés notamment via l’utilisation des siRNA spécifiques les ciblant. On 
pourrait ainsi voir si leur activations est impliquée dans l’activation séquentielle da saures 
partenaires de la DDR et voir si elle est responsable de l’arrêt du cycle cellulaire en SIPS-
UVB. De plus une étude des biomarqueurs de la sénescence investigués durant ce mémoire 
pourrait être entreprise afin de voir si la DDR a un impact sur les autres biomarqueurs. En 
effet, il a été observé que l’existence des dommages à l’ADN et l’activation persistante de la 
voie de DDR serait impliquée dans l’induction du phénotype sécrétoire associé à la 
sénescence (SASP). Dans les fibroblastes sénescents, la DDR promeut principalement la 
sécrétion de cytokines inflammatoires (IL-6 et IL-8) (Rodier et al., 2009).  
Ainsi, il pourrait être intéressant d’analyser, si l’inhibition (ou la surexpression) de la voie de 
la DDR montre des conséquences dans l’établissent du SASP en SIPS-UVB. Les 
changements d’expression des gènes peuvent être analysés par approche « a priori » (en 
décidant d’analyser par exemple les gènes IL-6 ou IL-8). De plus une approche « sans a 
priori » pourrait être envisagée en utilisant des cartes microfluidiques permettant l’analyse de 
l’expression d’un plus grand nombre de gènes. Ceci pourrait permettre de trouver des 
éventuelles nouvelles cibles qui seront influencées par l’inhibition ou la surexpression de la 
DDR, ce qui permettrait d’approfondir les études mécanistiques de la voie et de ses effets 
dans les kératinocytes.  
 
Finalement, il pourrait être intéressant d’étudier la communication des kératinocytes 
sénescents avec les cellules avoisinantes (kératinocytes normaux, mélanocytes, cellules 
cancéreuses, …) ainsi que d’étudier les conséquences de l’activité de la DDR et de l’influence 
du SASP sur les cellules avoisinantes.  
Pour ce faire, on pourrait avoir recours à différentes conditions de co-cultures (kératinocytes 
sénescents avec kératinocytes normaux, mélanocytes, cellules cancéreuses, …). Celles-ci 
permettaient d’étudier, si une communication entre les cellules est observée ou non. Pour ce 
faire, l’analyse des biomarqueurs peut être à nouveau investiguée. De plus, si des éventuelles 
communications sont effectivement observées par l’effet d’une expression du la DDR et du 
SASP en temps normal, l’étude pourrait être menée plus loin en investiguant les conséquences 
d’une surexpression ou d’une inhibition de la voie de DDR sur les comportements des cellules 
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